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ABSTRACT: 
 
Ischemia‐reperfusion of  the  intestine produces a set of  inflammatory mediators,  the origin of which has 
recently  been  shown  to  involve  pancreatic  digestive  enzymes.  Matrix  metalloproteinase‐9  (MMP‐9) 
participates  in  a  variety  of  inflammatory  processes  including  myocardial,  hepatic,  and  pancreatic 
ischemia‐reperfusion.  In  the  present  study, we  explore  the  role  of  neutrophil‐derived MMP‐9  in  acute 
intestinal ischemia‐reperfusion and its interaction with pancreatic trypsin. Male Sprague‐Dawley rats were 
subjected to 45 minutes of superior mesenteric arterial occlusion followed by 90 minutes of reperfusion. In 
situ zymography of the proximal  jejunum reveals  increased gelatinase activity  in the intestinal wall after 
ischemia‐reperfusion. Gel electrophoresis zymography and  immunofluorescence co‐localization suggests 
that  this  gelatinase  activity  is  derived  from MMP‐9  released  from  infiltrating  neutrophils.  The  role  of 
intraluminal  trypsin  in  this  process was  investigated  using  an  in  vivo  isolated  jejunal  loop model  of 
intestinal  ischemia‐reperfusion. Trypsin  increased  the  inflammatory  response after  reperfusion, with an 
augmented  neutrophil  infiltration  of  the  intestinal  wall.  Furthermore,  trypsin  stimulated  a  rapid 
conversion of neutrophil‐released proMMP‐9 into the lower molecular weight enzymatically active MMP‐
9. This process represents a powerful  in vivo pathophysiological mechanism  for  trypsin‐induced MMP‐9 
activation  and  is  likely  to play  a  central  role  in  the development  of  acute  intestinal  inflammation  and 
shock. 
 
Keywords: Intestine; ischemia‐reperfusion; matrix metalloproteinase‐9: trypsin. 
 
 
 
RESUMO: 
 
A  isquémia‐reperfusão  intestinal  é  uma  patologia  associada  à  produção  de mediadores  inflamatórios 
obtidos  por  proteólise  a  partir  das  enzimas  digestivas  pancreáticas.  A  metalloproteinase‐9  (MMP‐9) 
participa  num  conjunto  de  processos  inflamatórios  incluindo  isquémia‐reperfusão  cardíaca,  hepatica  e 
pancreática.  No  presente  estudo  explorámos  a  expressão  da  MMP‐9  pelo  neutrófilo  em  isquémia‐
reperfusão  intestinal  aguda,  e  a  sua potencial  interacção  com  a  tripsina pancreática presente no  lúmen 
intestinal. Ratos Sprague‐Dawley  foram sujeitos a 45 minutos de  isquémia mesentérica superior seguida 
de 90 minutos de reperfusão. Zimografia  in situ do  jejuno proximal demonstrou aumento da actividade 
gelatinolítica  na  parede  intestinal.  Zimografia  por  electroforese  e  colocalização  por  imunomarcação 
sugerem  que  a  MMP‐9  presente  tenha  origem  neutrofílica.  A  função  da  tripsina  intraluminal  neste 
processo foi investigado usando uma ansa  jejunal isolada in vivo na qual foi desencadeado um processo 
de  isquémia‐reperfusão.  A  tripsina  aumenta  a  resposta  inflamatória  pós‐reperfusão,  nomeadamente 
aumentando a  infiltração neutrofílica na parede intestinal. Para além disto, a tripsina estimulou a rápida 
conversão  da  proMMP‐9  secretada  pelo  neutrófilo  na  sua  forma  de  menor  peso  molecular  e 
enzimaticamente  active.  Este  processo  representa  um  novo  processo  fisiopatológico  conducente  à 
activação  in  vivo  da  MMP‐9  por  tripsina  pancreática,  possivelmente  com  grande  importância  no 
desenvolvimento de inflamação intestinal aguda e choque. 
 
Palavras‐chave: Intestino; isquémia‐reperfusão; metaloproteinase‐9; tripsina. 
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PREFACE 
 
 
 
  The  choice  of  theme  for  a  Doctoral  Thesis  should  become  a  combination  of 
personal interest and institutional influences, by this latter meaning the research focus 
and experience of  the Thesis supervisors and  their research unit.  I believe  that,  in my 
case, this fortunate combination of wills fully happened. 
  My scientific  interest  for  the mechanisms of  ischemia‐reperfusion dates  from  the 
beginning  of  my  work  in  the  area  of  microvascular  research  at  the  Instituto  de 
Bioquímica  of  the  Faculdade  de  Medicina  de  Lisboa,  namely  applying  the  tool  of 
intravital microscopy of the microcirculation under the supervision of Prof. J. Martins e 
Silva  and  Prof.  Carlota  Saldanha. My  initial  studies  on  the  systemic microvascular 
inflammatory response induced by ischemia‐reperfusion were instrumental in defining 
my focus  in this area, where undeniably the  intestinal‐induced systemic  inflammatory 
dysfunction is a keystone. This background led to a logical step, which was the period 
of  research  at  the University  of California  San Diego Department  of Bioengineering, 
with Prof. Geert W. Schmid‐Schönbein, an expert and leader in the research of both the 
microcirculation  and  intestinal‐derived  systemic  inflammation  and  shock.  There,  I 
developed the bulk of research that contributed to this Doctoral Thesis. 
  My  first words  of  acknowledgement  go  to  Prof.  J. Martins  e  Silva, my  Thesis 
Supervisor,  from whom  I  always  received  full  support, both  academic  and  scientific, 
and who  introduced me  to  the  fascinating area of microvascular research. From him I 
always obtained, and should continue to ask for, patience towards his student. Also to 
Prof.  Carlota  Saldanha,  whose  personal  and  professional  interest,  guidance  and 
support, in hours good or bad, have always been there, my grateful recognition. 
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  I must also acknowledge the contribution of Prof. Geert W. Schmid‐Schönbein to 
this Doctoral Thesis. Besides receiving me in his laboratory, his guidance into the area 
of pancreatic protease  involvement  in  inflammation  and  shock  led me  to  question  a 
potential  interaction of  these with specific matrix metalloproteinases. At  that point he 
enthusiastically accepted  this novel hypothesis and gave  full support and supervision 
of the ensuing research. Regarding this period of research, I would like to acknowledge: 
Stephen Waldo, the bright medical student‐to‐be that spent long hours by the bench, at 
the  surgical  table  and  brainstorming;  Frank  Delano,  the  experienced  laboratory 
manager who was always there with tireless advice and assistance; the visiting scholar 
Florian Fitzal, who was the first author in some of my initial research; the postgraduate 
fellows  Aya  Makino  and  Jeff  Haga,  who  adviced  me  with  immunoblotting;  the 
Department  technician  Barbara  Schumacher,  who  taught  me  the  basics  of 
electrophoretic zymography and cryosectioning; the graduate student Alex Penn, who 
performed  the endotoxin  tests of  the protease samples; and  to everyone  in San Diego 
who helped in turning my lengthy stay there into an excellent professional and personal 
experience. 
  Last but not the least, I must acknowledge all those who gave me their continuing 
personal  support  towards  this  Doctoral  Thesis.  First  of  all my  family,  but  also my 
friends, colleagues and everyone else who stood there with useful advice (which I did 
not always take…) and, above all, with patience. I need say no more. 
 
Thank you. 
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RESUMO 
 
 
 
  O Objectivo geral desta tese é estudar o envolvimento da enzima proinflamatória 
metaloproteinase 9 (MMP‐9) na fisiopatologia da isquémia‐reperfusão intestinal aguda, 
e  o  possível  envolvimento  da  enzima  digestiva  pancreática  tripsina  na  potenciação 
aguda da actividade da MMP‐9. 
  No  Capítulo  1  é  abordada  a  fisiopatologia  da  isquémia‐reperfusão  intestinal, 
sendo  revistos  os mecanismos  de  lesão  celular  no  processo  de  isquémia‐reperfusão,.  
São abordados  com especial detalhe os processos proinflamatórios associados à  lesão 
intestinal  de  isquémia‐reperfusão,  nomeadamente  o  processo  de  produção  de 
substâncias  quimiotácticas  para  neutrófilos  (eicosanóides,  complemento,  citocinas  e 
quimiocinas),  os  mecanismos  de  infiltração  destas  células  proinflamatórias  e  os 
mediadores de lesão tecidual dependentes do neutrófilo. Para terminar, são analisados 
os mecanismos  fisiopatológicos associados à  resposta  inflamatória  sistémica e  choque 
hemodinâmico  característicos  da  isquémia‐reperfusão  intestinal;  é  dado  particular 
destaque aos recentes avanços referentes à descoberta de mediadores proinflamatórios 
associados à acção de proteases pancreáticas. 
  No Capítulo 2 é efectuada uma revisão da bioquímica da MMP‐9. São inicialmente 
revistos aspectos estruturais e de especificidade enzimática desta proteína. De seguida 
são  discutidos  os  mecanismos  associados  à  regulação  celular  da  MMP‐9,  desde  o 
processo  de  transcrição  celular,  de  secreção  (nomeadamente  pelo  neutrófilo),  de 
activação proteolítica e de modulação enzimática por inibidores endógenos. 
  No  Capítulo  3  procura‐se  avaliar  o  envolvimento  de  MMP‐9  em  isquémia‐
reperfusão  intestinal.  Para  tal,  apresentam‐se  os  resultados  de  um  protocolo 
experimental em que se procura estudar o nível de expressão de MMP‐9 em isquémia‐
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reperfusão intestinal aguda num modelo animal de rato; secundariamente, pretende‐se 
caracterizar a origem celular predominante desta enzima neste contexto. 
  Foi desenvolvido um modelo animal  (em rato) de  isquémia‐reperfusão  intestinal 
aguda por oclusão da artéria mesentérica  superior durante 45 minutos  seguida de 90 
minutos de reperfusão.  Este modelo foi estabelecido na sequência de um estudo‐piloto 
que  avaliou  o  periodo  de  reperfusão  necessário  para  induzir  lesão  histológica 
significativa  da  parede  intestinal,  sendo  que  90  minutos  de  reperfusão  foram 
considerados  a  duração mínima  ideal  (o  que  está  de  acordo  com  a  bibliografia). A 
histologia do  intestino delgado neste modelo de  isquémia‐reperfusão  intestinal aguda 
demonstrou intensa lesão transmural, com destruição da mucosa intestinal e importante 
reacção  inflamatória parietal, o que é sobreponível à apresentação anatomo‐patológica 
clássica desta situação. Para validação metodológica adicional foi igualmente realizado 
uma  avaliação  hemodinâmica  contínua  dos  animais  experimentais  durante  as 
experiências. Isto permitiu verificar que imediatamente após a reperfusão do território 
vascular  da  artéria mesentérica  superior  ocorre  uma  queda  significativa  da  pressão 
arterial  (medida  continuamente  de  forma  invasiva  com  catéter  colocado  na  artéria 
femural), mantida durante  todo o período de  reperfusão.   Esta  resposta é a esperada 
numa  situação  de  isquémia‐reperfusão  intestinal,  que  se  associa  a  intensa  resposta 
inflamatória sistémica com compromisso hemodinâmico. 
  Seguidamente  procura‐se  caracterizar  a  expressão  de MMP‐9  neste modelo  de 
isquémia‐reperfusão  intestinal.  Utilizando  a  técnica  de  zimografia  in  situ  é  feita  a 
localização espacial da actividade gelatinolítica (específica para as metaloproteinases 2 
ou  9)  em  secções  de  intestino  delgado. Demonstra‐se  um  aumento  desta  actividade 
enzimática  em  isquémia‐reperfusão,  nomeadamente  na  camada  submucosa  onde  é 
evidente um infiltrado celular rico com intensa actividade gelatinolítica. 
  Para identificar qual o tipo de metaloproteinase gelatinolítica predominante foram 
obtidos  homogenatos  de  intestino  delgado  e  realizada  zimografia  de  gelatina  por 
electroforese.  Fazendo  a  comparação  das  bandas  obtidas  com  marcadores  de  peso 
molecular e com bandas de padrões para MMP‐9 e MMP‐2 foi possível confirmar que o 
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aumento de actividade gelatinolítica previamente  identificada na  isquémia‐reperfusão 
intestinal  é maioritariamente dependente de um  aumento da presença de MMP‐9. O 
aumento da expressão de MMP‐9 é confirmado pela utilização da técnica de “Western 
blotting” em amostras dos mesmos homogenatos. 
  A zimografia de gelatina por electroforese demonstrou  igualmente a presença de 
quantidades significativas de homo e heterodímeros de MMP‐9, os quais são específicos 
do  neutrófilo,  sugerindo  serem  estas  células  a  principal  origem  da  MMP‐9  neste 
contexto de isquémia‐reperfusão intestinal.  Para responder a esta questão procedeu‐se 
a  coloração  histoquímica  para  mieloperoxidase  (específica  do  neutrófilo)  para 
quantificar a infiltração destas células na parede intestinal. Confirmou‐se um aumento 
da  infiltração  neutrofílica  em  isquémia‐reperfusão  intestinal,  e  este  aumento 
correlaciona‐se  positivamente  com  a  quantidade  de  MMP‐9  infiltrando  a  parede 
intestinal de cada animal.  Por último, realizou‐se imunofluorescência combinada para 
MMP‐9 e um marcador celular para neutrófilos, que demonstrou um elevado nível de 
colocalização de ambos os antigénios.  É assim possível concluir que a principal origem 
de MMP‐9 em isquémia‐reperfusão intestinal aguda é o neutrófilo. 
  No  Capítulo  4  procurou‐se  evidenciar  a  possível  interacção  entre MMP‐9  e  a 
tripsina pancreática em  isquémia‐reperfusão  intestinal, colocando‐se nomeadamente a 
hipótese  que  a  tripsina  pancreática,  após  atravessar  a mucosa  intestinal  danificada, 
causaria rápida e intensa activação de MMP‐9 libertada pelos neutrófilos activados. 
  Desenvolveu‐se  uma  técnica  cirúrgica  em  modelo  animal  (rato)  que  permite 
estudar o efeito de um único mediador presente no lúmen intestinal durante o processo 
de  isquémia‐reperfusão,  por  isolamento  de  uma  ansa  jejunal  do  trajecto  intestinal 
(mantendo  vascularização  por  arteríola  única,  facilmente  clampável)  e  lavagem  do 
conteúdo  com  substituição por  tampão  fisiológico.   Em  alguns grupos  experimentais 
esta  solução  é  complementada  com  tripsina  pancreática  em  concentração  fisiológica, 
para  estudar  o  seu  efeito  sobre  o  processo  de  isquémia‐reperfusão  (45 minutos  de 
isquémia; 90 minutos de reperfusão) da ansa intestinal. 
15
  A  histologia  demonstrou  a  validade  deste modelo  para  o  estudo  de  isquémia‐
reperfusão  intestinal.  Na  sua  ausência  a  parede  intestinal  manteve  características 
histológicas preservadas,  enquanto que a  sua  indução  está associada a  lesão parietal, 
nomeadamente  da mucosa.  A  presença  de  tripsina  pancreática  no  lúmen  intestinal 
potencia  este  processo,  intensificando  a  lesão  mucosa  e  a  reacção  inflamatória 
transmural (nomeadamente submucosa). 
  De seguida demonstrou‐se que a tripsina presente no lúmen intestinal penetrava a 
barreira  mucosa  lesada  no  caso  de  isquémia‐reperfusão.    Aplicou‐se  a  técnica  de 
zimografia  in  situ  adaptada  para  identificar  serina‐proteases  (como  a  tripsina)  em 
secções  histológicas  de  intestino,  sendo  possível  confirmar  que  a  tripsina  penetra  a 
parede intestinal apenas após isquémia‐reperfusão. 
  Para caracterizar a resposta  inflamatória aguda associada a este modelo, aplicou‐
se  uma  técnica  histoquímica  para  a  mieloperoxidase  do  neutrófilo,  sendo  possível 
demonstrar que a presença de  tripsina  intraluminal durante  isquémia‐reperfusão está 
associada  a  potenciação  da  infiltração  parietal  de  leucócitos  neutrófilos.  
Complementou‐se  esta  observação  com  microscopia  intravital  da  microcirculação 
intestinal  por  marcação  fluorescente  de  leucócitos  circulantes.    Identificou‐se  um 
aumento  dos  processos  proinflamatórios  de  rolamento  e  de  adesão  leucocitária  em 
isquémia‐reperfusão  na  presença  de  tripsina.    Demonstrou‐se  assim  que  a  tripsina 
pancreática  desempenha  um  papel  significativo  na  intensificação  da  resposta 
inflamatória e da infiltração neutrofílica após isquémia‐reperfusão intestinal. 
  O aumento da infiltração neutrofílica está sugestivamente associada a aumento da 
libertação de MMP‐9 na parede intestinal, sendo este processo estudado seguidamente. 
Inicialmente realizou‐se zimografia  in situ dirigida a metaloproteinases gelatinolíticas, 
identificando‐se um aumento desta actividade proteolítica  em  secções histológicas de 
isquémia‐reperfusão intestinal na presença de tripsina pancreática. De seguida realizou‐
se  zimografia  de  gelatina  por  electroforese,  a  qual  definiu  que  este  aumento  de 
actividade  gelatinolítica  em  isquémia‐reperfusão  na  presença  de  tripsina  está 
especificamente associado a um aumento da expressão de MMP‐9 na parede intestinal.  
16
Finalmente,  comprovou‐se  que  a  expressão  de  MMP‐9  está  associada  à  infiltração 
aumentada  de  neutrófilos  na  parede  intestinal.  A  zimografia  de  gelatina  por 
electroforese  realizada  anteriormente  apresentava  bandas  de  alto  peso  molecular 
compatíveis  com  homo  e  heterodímeros  de  MMP‐9  específicos  do  neutrófilo.  A 
imunofluorescência  combinada  para MMP‐9  e  um marcador  celular  para  neutrófilos 
confirmou  um  elevado  nível  de  colocalização  entre  a  infiltração  neutrofílica  e  a 
expressão de MMP‐9 na parede intestinal. 
  A  MMP‐9  neutrofílica  libertada  na  parede  intestinal  encontra‐se  quase 
completamente na  forma  activada, processo  sugestivamente dependente da  acção da 
tripsina pancreática. Para esclarecer a dinâmica deste processo de conversão realizou‐se 
seguidamente  um  estudo  in  vitro  em  que  se  procura  evidenciar  que  a  tripsina 
pancreática  é  um  activador  específico,  por  proteólise,  da  MMP‐9  libertada  pelo 
neutrófilo  activado  por  um  estímulo  proinflamatório.  A  experiência  consistiu  na 
incubação  de  neutrófilos  (isolados  de  sangue  periférico)  com  um  activador  celular 
(utilizando‐se  forbol‐miristato‐acetato  como  paradigma  de  activação  neutrofílica 
proinflamatória)  na  presença  ou  ausência  de  tripsina  pancreática.  Esta  experiência 
permitiu definir  claramente que  as moléculas de MMP‐9  secretadas pelos neutrófilos 
quando confrontados com um estímulo activatório vão ser utilizadas como substrato da 
tripsina pancreática e convertidas na forma activa de menor peso molecular. A tripsina 
também  funciona  em  simultâneo  como  um  activador  do  neutrófilo,  e  este  resultado 
comprova e complementa o efeito proinflamatório  in vivo na microcirculação descrito 
no capítulo anterior. 
No  Capítulo  5  resume‐se  a  sequência  do  trabalho  realizado  e  apresentam‐se  as 
principais conclusões deste conjunto de protocolos experimentais: 
  i)  A  isquémia‐reperfusão  intestinal  origina  uma  expressão  aguda  e  intensa  de 
MMP‐9 na parede intestinal, sendo que a sua principal origem celular é o neutrófilo. 
  ii) Após  secreção a MMP‐9 é activada por proteólise  rapidamente, em  contraste 
com o descrito para outros órgãos. 
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  iii)  Na  isquémia‐reperfusão  intestinal  a  tripsina  pancreática  induz  infiltração 
neutrofílica da parede intestinal, estando assim envolvida na expressão de MMP‐9 neste 
contexto.  A MMP‐9 é rapidamente convertida na forma activa por proteólise. 
  iv) A  tripsina  pancreática  é  responsável  pela  activação  proteolítica  da MMP‐9.  
Adicionalmente, esta enzima digestiva pode  funcionar como activador do neutrófilo e 
como mediador inflamatório durante o processo de isquémia‐reperfusão intestinal. 
  v)  Estes  processos  representam  um  novo mecanismo  para  activação  aguda  da 
MMP‐9,  e  abrem  perspectivas  interessantes  quanto  ao  estudo  detalhado  deste 
mecanismo  fisiopatológico  em  diversas  patologias  inflamatórias  intestinais,  e  sua 
aplicação em terapêuticas eficazes. 
  No Capítulo 6 são descritas em detalhe as metodologias experimentais utilizadas 
ao  longo  de  todos  os  protocolos  científicos  realizados.  É  dado  particular  destaque  à 
descrição da metodologia envolvendo experimentação animal e detecção de proteases e 
actividade proteolítica.  
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CHAPTER I 
  INTESTINAL ISCHEMIA‐REPERFUSION: 
 A REVIEW 
 
 
 
1.1. Introduction 
  Mesenteric ischemia is a very serious clinical condition that has been increasing in 
incidence. It currently accounts for 1 in 1000 hospital admissions and approximately 1‐
2% of admissions for abdominal pain (Stoney and Cunningham, 1993; Schneider et al, 
1994).  Despite  advances  in  understanding  the  pathophysiology  and  clinics  of 
mesenteric ischemia, the mortality remains very high, with some estimates reaching as 
high as 70%  (Brandt and Boley, 2000). This mortality  (and associated morbidity rates) 
has  been  repeatedly  shown  to  be  related  with  delays  in  diagnosis  of  mesenteric 
ischemia, since its clinical presentation may be dull and nonspecific. In later stages of its 
clinical  evolution, however, mesenteric  ischemia will present aggressively,  frequently 
accompanied with  systemic  inflammation,  shock  and  cardiovascular  collapse.  For  all 
this,  the detailed understanding of  the underlying pathophysiological mechanisms  in 
intestinal ischemia‐reperfusion is essential for a correct identification and management 
of this condition (Stamatakos et al, 2008). 
  Mesenteric  ischemia  can  be  broadly  classified  as  acute  mesenteric  ischemia, 
chronic mesenteric  ischemia  (also  known  as  intestinal  angina),  and  colonic  ischemia 
(also known as ischemic colitis) (Yasuhara, 2005). Acute mesenteric ischemia has several 
categories, including (i) arterial thromboembolism, (ii) venous thrombosis (distinct from 
arterial  thromboembolism  with  respect  to  the  pathophysiological  mechanisms  and 
underlying  diseases,  such  as  coagulopathy  or  atherosclerosis),  and  (iii)  splanchnic 
vasoconstriction.  This  latter  entity,  currently  designated  as  non‐occlusive mesenteric 
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ischemia,  is  notable  for  extremely  high  mortality  rates;  it  is  not  associated  with 
obstruction at a major vascular trunk, but is instead related to extensive microvascular 
malperfusion usually present in systemic conditions with reduced cardiac output, such 
as patients with heart failure, sepsis and hemorrhagic shock. 
 
1.2. History 
  First  described  by  Beneviene  in  Florence  in  the  fifteenth  century,  mesenteric 
ischemia was  not  reported  again  in  the medical  literature  until  an  1815  report  from 
Guy’s Hospital in London (Boley et al, 1997; Hodgson, 1815). In 1875, Litten  elucidated 
the  pathophysiology  of  acute  intestinal  ischemia  by  ligating  the  superior mesenteric 
artery of an animal and describing  the subsequent changes.  In 1894, Councilman  first 
described  chronic  mesenteric  ischemia.  In  1895,  Elliot  described  mesenteric  venous 
thrombosis, which was only considered as a distinct entity in 1936 by Dunphy. The first 
published  description  of  non‐occlusive mesenteric  ischemia  is  credited  to  Ende  in  a 
1958  New  England  Journal  of Medicine  article  entitled  “Infarction  of  the  bowel  in 
cardiac failure”. 
  The early  twentieth century witnessed several advances  in  the understanding of 
the pathophysiology of mesenteric  ischemia. After a patient with chronic postprandial 
abdominal  pain  died  from  a  small  bowel  infarct,  Schnitzler  (1901)  reported  “an 
insufficient blood supply due to atherosclerosis” and that “if muscles of the legs rapidly 
develop pain and fatigue after exercise, this same picture could occur in the intestine if 
it were  called  upon  to  function  in  the  presence  of  arteriosclerotic  vessels.”  In  1957, 
Mikkelson  used  for  the  first  time  the  term  intestinal  angina  to  describe  this  clinical 
condition. 
  The  treatment  of mesenteric  ischemia  has  also  evolved. Heparin was  used  bu 
Murray  in  1940  to  improve  survival  in  patients  undergoing  resection  for mesenteric 
vein  thrombosis.  In 1951, Klass performed a  superior mesenteric artery  embolectomy 
without  bowel  resection;  although  the  patient  died  of  heart  failure,  the  bowel was 
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normal  upon  autopsy.  Shaw  and  Rutledge  are  credited  with  the  first  successful 
embolectomy  without  resection  in  1957.  The  first  successful  revascularization  after 
superior  mesenteric  artery  thrombosis  followed  soon  thereafter  in  1958  (Shaw  and 
Maynard). 
  The  development  of  adequate  diagnostic  tools,  however,  did  not  produce 
significant advances until the late 1960s, when Aakhus and Brabrand (1967) suggested 
the  use  of  angiography  to  diagnose  superior  mesenteric  artery  insufficiency.  They 
reported a small series of seven patients diagnosed by angiography with either arterial 
occlusion or narrowing of  the arteries  suggesting vasospasm. The  spasm was  treated 
with  some  success with  the  vasodilator  tolazoline,  infused  through  the  angiographic 
catheter.  
 
1.3. Intestinal Vascular System 
  The blood flow to the splanchnic organs is derived from three main arterial trunks: 
the celiac,  the  superior mesenteric artery and  the  inferior mesenteric artery  (Martinez 
and Hogan, 2004). Each of these three arterial trunks supplies blood flow to its specific 
section of the gastrointestinal tract through a vast arcade network. This arcade system is 
an  effective  collateral  circulation  and  is  generally  protective  against  ischemia,  since 
blood  can  reach  a  specific  segment  of  gut  via more  than  one  route within  the  same 
arterial system. 
  The  celiac  artery  supplies  the  foregut  from  the  distal  esophagus  to  the  second 
portion of the duodenum. Its major branches include the splenic, the left gastric, and the 
common hepatic arteries. The gastroduodenal artery branches off the common hepatic 
and  provides  collateral  flow  to  the  superior mesenteric  artery.  The  celiac  artery  is  a 
short, wide  artery with  good  collateral  flow, which  accounts  for  the  unfrequency  of 
acute mesenteric ischemia at this level. 
  The  superior  mesenteric  artery  is  the  next  branch  of  the  abdominal  aorta.  It 
supplies the midgut from the duodenum to the distal transverse colon. The emergence 
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of the superior mesenteric artery from the aorta is at an angle of approximately 45° with 
the aorta and provides a  fairly direct  route  for an embolus  traveling down  the aorta, 
partially explaining why most embolic mesenteric ischemia occurs in this artery. 
  The  inferior  mesenteric  artery  supplies  the  region  of  the  hindgut  from  the 
transverse colon to the rectum. It is rare for the inferior mesenteric artery to be the sole 
vessel involved in acute mesenteric ischemia. 
  Additional vascular protection is obtained from vascular connections between the 
three  arterial  systems  (Lange  et  al,  2007). Communication  between  the  celiac  system 
and  the  superior  mesenteric  system  generally  occurs  via  the  superior 
pancreaticoduodenal  and  the  inferior  pancreaticoduodenal  arteries.  The  superior 
mesenteric  and  inferior mesenteric  systems  are  joined  by  the  arch  of Riolan  and  the 
marginal artery of Drummond, vessels that connect the middle colic artery (a branch of 
the  superior  mesenteric  artery)  and  the  left  colic  artery  (a  branch  of  the  inferior 
mesenteric artery); however,  in 30% of cases,  these collateral connections between  the 
superior and  inferior mesenteric arteries  can be weak, making  the area of  the  splenic 
flexure  of  the  colon  particularly  vulnerable  to  acute  ischemia.  In  addition, 
communication also exists between  the  inferior mesenteric artery and branches of  the 
internal  iliac  arteries  via  the  rectum.  The  caliber  of  all  these  collateral  connections 
depends  on  the  existence  of  vascular  disease,  and  in  chronic  states  of  vascular 
insufficiency  blood  flow  to  an  individual  system  can  be  maintained  through  these 
collateral connections even when one or two arterial trunks are completely obstructed. 
 
1.4. Intestinal Microcirculation 
  The arterial vessels  that supply  the gut reach  the  intestinal wall at  its mesenteric 
border, where  they  form an arterial arcade that runs along  the surface of  the  intestine 
and effectively connect the microcirculation of every loop of the intestine (representing 
an  additional mean  to  produce  anastomotic  vascular  protection).  These  vessels  then 
penetrate  the muscular  layer  to  the  submucosa. According  to  the model proposed by 
22
Bohlen and Gore (1976) and detailed by Bohlen (1995), the  intestinal microvasculature 
consists of an array of branching arterioles that include: (i) inflow arterioles (A1) under 
the  serosal  layer;  (ii)  transitional  arterioles  (A2)  through  the  muscularis;  and  (iii) 
premucosal  arterioles  (A3)  reaching  the  submucosa.  The  venous  drainage  from  the 
intestinal  wall  roughly  accompanies  the  trajectory  of  the  arterial  system  (and  in 
conformity,  venules  are  designed  V3  to  V1),  generating  pairs  of  artery/vein  at  the 
surface of the intestinal wall and into the mesentery. 
  At each of these microstructural levels of the intestinal wall, the arterioles produce 
a vascular network,  sending vessels  to  the different compartments of  the wall, which 
thus  provide  vascular  circuits  coupled  in  parallel.  The  villous  region,  the  mucosal 
crypts and the muscularis layer are examples of such circuits. Each of them consists of 
sections  coupled  in  series,  i.e.,  the  resistance vessels,  the pre‐capillary  sphincters,  the 
capillaries,  the  post‐capillary  sphincters  and  the  venules.  The  intestinal  resistance 
vessels regulate the arterial blood inflow pressure to the intestine and the proportion of 
the  cardiac  output  sent  to  this  region.  The  balance  between  the  post  and  the  pre‐
capillary  sphincters  regulates  the mean  hydrostatic  capillary  pressure,  a  variable  of 
importance  for  the  direction  and  magnitude  of  net  movements  of  fluid  across  the 
capillary wall. These sphincters are mainly functional, and their anatomical counterpart 
is not defined. The precapillary sphincter regulates the number of capillaries open from 
one moment to another (Bohlen, 1995). 
  The  intestinal microcirculation  has  unique  characteristics  that  are  important  to 
understand  its  reaction  to  ischemia.  The  intestinal  vascular  bed  has  a  very  high 
capillary density and a much higher capillary permeability than other vascular circuits, 
except  the  liver. The anatomical situation makes  it necessary  for  the  intestinal venous 
outflow to also perfuse the liver, and the portal venous blood is an important provider 
of  oxygen  and  nutrients  to  the  hepatic  tissue. As  a  consequence,  the  venous  blood 
pressure and mean hydrostatic capillary pressure is higher in the intestine than in other 
vascular  beds.  Therefore,  the  intestinal  vascular  bed  is  a  source  of  potential  risk  for 
loosing  considerable  amount  of  fluids  if  the  capillary  pressure  becomes  further 
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elevated. Many of the physiologic regulatory processes of the intestinal circulation aims 
at keeping  this pressure  constant, and  can be part of  the background  that will  easily 
become altered in ischemia and reperfusion (Bohlen, 1995). 
  In addition to vascular perfusion, the organs of the gastrointestinal system contain 
abundant  lymph  vessels  (Deitch,  2001).  The  gastrointestinal  lymphatic  circulation  is 
anatomically divided into two separate partitions, which remain separate until they exit 
from the intestine near the mesenteric arcade vessels. These two lymphatic circulations 
are  termed  the mucosal–submucosal  lymph  system  and  the muscular  lymph  system 
(Ohtani,  1985).  The  mucosal–submucosal  lymph  circulation  functions  to  drain  the 
absorbed  nutrients  and metabolic  by‐products  from  the  villi during digestion. These 
villus lymph vessels, (designed lacteals) do not have smooth muscle cells; however, the 
muscularis mucosa, which  lines  the  villi  beneath  the  epithelial  cells,  can  contract  in 
synchrony with the relaxation of the muscular layers of the intestine, thereby propelling 
lymph  from  the  villi  into  the  submucosal  arcade  of  lymph  capillaries.  The  enteric 
nervous system coordinates  the contractions of villi  in  this process  to optimize  lymph 
drainage from the intestine and to facilitate nutrient entry into the circulation. As lymph 
collects  in  the  submucosal  arcade,  the  contraction  of  the  longitudinal  and  circular 
muscular  layers  during  the  digestion  of  chyme  propels  the  lymph  out  from  the 
intestinal  layers  and  into  the  outflow  lymph  vessels.  These  outflow  lymph  vessels 
exhibit  typical  characteristics  of  lymph  vessels  including  rhythmic  contractions  and 
unidirectional valves, which  function  to propel  the  lymph  and  to prevent  retrograde 
flow  back  toward  the  intestinal  layers.  The  larger  lymph  vessels  are  lined  with 
endothelial  cells  and  smooth muscle  cells  that  produce mediators  of  smooth muscle 
tone  in  response  to  different  nutrients  or metabolic  products  present  in  the  lymph 
(Unthank  and  Bohlen,  1988).  However,  the  role  of  lymph‐derived  mediators  in 
regulation of resting vascular tone or postprandial hyperemia is not well understood. 
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1.5. Regulation of Mesenteric Blood Flow 
  In  the  resting, unfed  state,  the mesenteric  circulation  receives approximately 20‐
30%  of  the  cardiac  output,  the most  of which  is  distributed  to  the  gut.  Blood  flow 
through  the  celiac  and  superior  mesenteric  arteries  is  similar  (approximately  700 
mL/min in the adult) and is twice the blood flow through the inferior mesenteric artery. 
The intraorgan distribution of blood flow within the tissue layers of the intestine is not 
uniform  (Matheson  et  al,  2000)  and  corresponds  to  the  functional  importance  of  the 
tissue  layer. In the unfed state, blood flow to the mucosal  layer (site of active nutrient 
absortion)  is about 70–80% of total flow, while the muscular (that provides contractile 
force) and serosal layers collectively receive 15–25% of organ flow and the submucosal 
layer  (containing  the  glandular  cells  that  produce mucous  and  serous  secretions)  is 
perfused  by  less  than  5%  (Matheson  et  al,  2000).  Of  the  mucosal  blood  flow, 
approximately 60% perfuses the vessels that terminate as end loops and that supply the 
epithelial cells  in the  intestinal villi. The remaining 40% supply flow to the crypts and 
goblet cells. However, it is of note that in the unfed state only 20–30% of capillaries are 
normally perfused. 
  Following the ingestion of a meal, blood flow increases by as much as 200% above 
baseline  levels  and  persists  for  2  to  3  hours.  This  increase  in  flow  is  shifted  to  the 
mucosal layer by a process of capillary recruitment at the base of the villi, where most 
of  the  existing  but  closed  capillaries  (around  70‐80%  of  total  number  of  capillaries) 
become opened. This process, called postprandial hyperemia, is regulated by absorbed 
nutrients  (with  glucose  as  the most  potent  in  this  regard),  increased  osmolarity  and 
byproducts of the active mucosal metabolism (decreased PO2, decreased pH, increased 
PCO2, adenosine) (Matheson et al, 2000). 
  The intestinal arterial system can also reduce its vascular resistance to blood flow 
upon  a  decrease  in  perfusion  pressure  (Haglund  and  Bergqvist,  1999).  This 
autoregulation  of  blood  flow  is  effective  over  a wide  pressure  range. Moreover,  as 
perfusion pressure falls, flow is redistributed among the various layers of the intestine, 
with  an  increase  in  flow  to  the more metabolically  active  superficial mucosa.  This 
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capacity of  the  intestinal microcirculation  to  regulate  its blood  flow when  faced with 
decreased  systemc  arterial  pressure  arises  from multiple  levels  of  local  and  regional 
control that can be classified into intrinsic and extrinsic systems. 
  Intrinsic  regulation  of  mesenteric  blood  flow  occurs  through  metabolic  and 
myogenic pathways (Matheson et al, 2000). Metabolic regulation occurs as consequence 
of  mucosal  metabolism  (again,  decreased  PO2,  decreased  pH,  increased  PCO2, 
adenosine)  exert  a  direct  vasorelaxant  effect  on  arteriolar  smooth muscle,  enhancing 
whole  organ  perfusion  as  well  as  preferentially  redistributing  flow  to  the  mucosa. 
Smooth muscle  cell  relaxation  can  also  be  brought  about  directly  by  a  decrease  in 
perfusion pressure, as a result of local release of nitric oxide. These mechanisms account 
for  the phenomenon  of mucosal blood  flow  autoregulation  or  the  ability  to preserve 
mucosal  oxygen  delivery  in  the  face  of  systemic  hypotension.  Intestinal  blood  flow 
autoregulation, along with  the ability of  the mucosa  to extract  increasing amounts of 
oxygen  during  hypoperfusion,  acts  to  preserve mucosal  integrity  during  periods  of 
metabolic insult. 
  Intestinal blood flow is also controlled extrinsically through neural and hormonal 
axes  (Hansen and Dresner, 1998). Sympathetic  tone  is provided by  the preganglionic 
cholinergic  fibers of  the greater splanchnic nerves, which synapse  in  the paired celiac 
ganglia adjacent to the celiac axis. Stimulation of the postganglionic adrenergic fibers of 
the  celiac ganglia  results  in mesenteric artery and arteriolar vasoconstriction  through 
stimulation of β‐adrenergic  receptors. Parasympathetic  fibers of  the vagus nerve also 
innervate the intestine but exert little effect on the mesenteric vasculature. In addition, 
at least two separate hormonal systems contribute to mesenteric blood flow regulation. 
Decreases  in  extracellular  volume  stimulate  the  renin‐angiotensin  axis,  causing 
mesenteric  vasoconstriction  through  the  direct  action  of  angiotensin  II  as  well  as 
indirectly  via  adrenergic  potentiation.  This  vasoconstrictive  effect  of  the  renin‐
angiotensin  axis  is  particularly  selective  and  is  likely  responsible  for  the  increased 
mesenteric  resistance  that  accompanies  conditions  of  sustained  intestinal 
hypoperfusion. Finally, loss of blood volume and hyperosmolarity result in stimulation 
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of  the  neurohypophysis  and  release  of  vasopressin.  Vasopressin  causes  profound 
mesenteric  vasoconstriction  as  well  as  venorelaxation  and  portal  venous  pressure 
reduction. Accounting for these opposing effects, while the reduction in portal venous 
pressure has been used  in  the  treatment of bleeding esophageal varicose veins,  it can 
infrequently  be  complicated  by  severe  intestinal  ischemia  due  to  arterial 
vasoconstriction. 
   
1.6. Intestinal Ischemia 
  Intestinal ischemia occurs when the metabolic demand of the tissue supersedes the 
oxygen delivery. Many  factors  can be  involved  in  this mismatch of oxygen need and 
demand. These  include  the general hemodynamic  state,  the degree of atherosclerosis, 
extent of  collateral  circulation, neurogenic, humoral  and  local  control mechanisms of 
vascular  resistance  and  abnormal  products  of  cellular  metabolism  before  and  after 
reperfusion of an ischemic segment. 
  Normal  intestinal  circulation  can  be maintained  even with  low  blood  flow  and 
perfusion pressure, without severe  injury  for several hours, because only 20%–30% of 
the  mesenteric  capillaries  remain  patent  for  oxygenation  in  the  fasting  condition 
(Yasuhara, 2005). The  remaining  capillaries become  recruited once  intestinal  ischemia 
develops. 
  In  moderate  ischemia,  increased  oxygen  extraction  by  the  ischemic  tissue 
compensates the impaired oxygen supply; however, once the blood flow falls below 30 
mL/min  per  100  grams  of  tissue,  or  the  systemic  blood  pressure  falls  below  40–70 
mmHg,  the  oxygen uptake  becomes  flow dependent  and  starts  to decrease  in direct 
proportion  to  the decrease  in blood  flow.  Irreversible  ischemia may develop  even  in 
moderate  ischemia of  the  intestine, because of  the  reduction  in blood  flow caused by 
conditions  potentially  leading  to  stretching  of  the  intestinal  wall  (Haglund  and 
Bergqvist, 1999; Yasuhara, 2005). 
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  Acute occlusion or hypoperfusion of a  large mesenteric vessel usually  results  in 
gangrenous  transmural  ischemia of  the  small bowel or  the  colon. On  the other hand, 
acute occlusion of  the  intramural vessels usually results  in nongangrenous  intramural 
ischemia. However,  there  are  exceptions  in  both  cases, depending  on  the  severity  of 
occlusion  or  hypoperfusion.  As  previously  mentioned,  the  mucosa  is  the  most 
metabolically active gut wall tissue layer and thus it is first tissue layer to demonstrate 
signs of ischemia. The earliest form of intestinal ischemia produces changes at the tip of 
the  intestinal  villi.  With  ongoing  ischemia  ultrastructural  changes  begin  within  10 
minutes and cellular damage  is extensive by 30 minutes. Sloughing of  the villi  tips  in 
the small bowel and  the superficial mucosal  layer of  the colon  is  followed by edema, 
submucosal  hemorrhage  and  eventual  transmural  necrosis  (Haglund  and  Bergqvist, 
1999).  
  The intestinal response to ischemia is first characterized by a hypermotility state. It 
is  this  intense motor activity  that results  in  the patient experiencing severe pain, even 
though the ischemic damage may be limited to the mucosa at this stage. As the ischemia 
progresses,  motor  activity  will  cease  and  gut  mucosal  permeability  will  increase 
significantly. With transmural extension of the ischemia, the condition may evolve into 
visceral and parietal inflammation resulting in peritonitis (Matheson et al, 2000).  
  An important factor often responsible for or aggravating intestinal ischemia is the 
phenomenon  of  vasospasm.  It  has  been well  demonstrated  that  both  occlusive  and 
nonocclusive  forms of arterial  ischemia can result  in prolonged vasospasm, even after 
the  occlusion  has  been  removed  or  the  perfusion  pressure  restored.  This  vasospasm 
may  persist  for  several  hours,  resulting  in  prolonged  ischemia.  The  mechanism 
responsible for this vasospasm is not clearly defined, but there is preliminary evidence 
that  the  potent  vasoconstrictor  endothelin  may  be  involved,  in  consequence  of  a 
functional shift of endothelial cell function in the mesenteric arteries (Yasuhara, 2005).  
  The  most  significant  metabolic  event  occurring  in  the  intestinal  wall  during 
ischemia  is  oxygen  deficit  in  parenchymal,  endothelial  or  immunecompetent  cells, 
which  is partially  compensated  for by  the  intracellular degradation  of  the  adenosine 
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triphosphate  (ATP)  to  adenosine  diphosphate  (ADP),  adenosine  monophosphate 
(AMP) and eventually adenosine. As a result of the ATP consumption and its decreased 
cellular concentration, disturbances of membrane permeability and energy‐dependent 
Na+/K+‐ATPase‐pump arise, with an  intracellular Na+  increase  (and  cellular  swelling) 
and  Ca2+  increase  (with  metabolic  disturbances  of  glucose,  proteins,  release  of 
neurotransmitters  or  hormones,  and  activation  of  phospholipases,  proteases  and 
endonucleases, with membrane  disintegration  and DNA‐damage)  (Seal  and Gewert, 
2005).  
 
1.7. Reperfusion Injury 
  However,  irreversible  tissue  damage  through  apoptosis,  or  necrosis  of 
parenchymal cells, caused by energy deficit, are only observed after prolonged severe 
ischemia. Paradoxically, the most important pathophysiological mechanism accounting 
for  the  accentuation  of  ischemic  damage  to  the  intestine  is  the  reperfusion  of  the 
misperfused organ (Carden and Granger, 2000). The phenomenon of reperfusion injury 
has  been  well  demonstrated  in  the  laboratory,  where  it  has  been  shown  to  be 
responsible for a greater degree of cellular damage than that brought about during the 
actual ischemic period. The pathophysiological mechanisms involved in the reperfusion 
injury are multiple, frequently independent, and provide several potentiation loops that 
maintain  and  increase  the  injury  potential  to  the  intestinal  wall.  As  a  clinical 
consequence,  controlling  a  single  mechanism  has  been  frequently  found  to  be 
unsuccessful in reducing damage to the gut. 
  Next,  the most  relevant mechanisms  involved  in  inducing  reperfusion  injury  to 
the intestine will be briefly discussed. 
Oxygen Free Radicals  Xanthine oxidase (XO) is a highly versatile enzyme which plays 
an important role in the catabolism of purines. The intestine is the richest initial source 
of  free  radicals  that  can  cause  further  tissue damage  (Parks  et al, 1988).  In mammals 
xanthine dehydrogenase (XDH) can be converted to XO either reversibly or irreversibly 
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(Meneshian  and  Bulkley,  2002).  During  the  ischemic  period,  cellular  ATP  can  be 
degraded  as  far  as  adenosine,  which  in  turn  is  catabolized  to  yield  hypoxanthine 
(Younes  et  al,  1984).  The  hypoxic  stress  also  triggers  the  conversion  of  XDH  to  the 
oxygen  radical‐producing  XO.  This  is  associated  with  the  above  mentioned  ATP 
depletion  that  causes  loss  of  ATP‐dependent  ion  channel  regulation  and  produces 
passive ion shifts across cell membranes. This leads to increased intracellular Ca2+, one 
of  its  important  consequences  being  the  activation  of  a  calcium‐dependent  protease, 
which cleaves XDH to XO. During reperfusion, molecular oxygen  is reintroduced  into 
the tissue, where it reacts with hypoxanthine and XO to produce a burst of oxygen free 
radicals: superoxide anion (O2‐) and hydrogen peroxide (H2O2) (Harrison, 2002). 
  Under  physiological  conditions,  the  damaging  effects  of  O2‐  are  prevented  by 
superoxide dismutase  (SOD), which  converts O2‐  to H2O2  (Harrison,  2002)  but  at  the 
high concentrations of oxygen free radicals found upon reperfusion of ischemic tissues, 
these natural defenses will  be insufficient. The superoxie anion itself is a relatively low‐
energy radical, but it is responsible for production of the highly reactive and damaging 
hydroxyl radical (OH‐). Typically OH‐ causes biological damage by stimulating the free 
chain  reaction known  as  lipid peroxidation,  in which OH‐  attacks  the  fatty  acid  side 
chains  of  the  membrane  phospholipids  and  causes  organelle  and  cell  disruption 
(Harrison, 2002). 
  Alterations of intracellular iron metabolism also contribute to increased oxidative 
stress in ischemia‐reperfusion. During ischemia, metabolites such as lactate accumulate 
and  the  intracellular  pH  falls.  This  decreases  the  stability  of  lysosomal membranes, 
activates  lysosomal  lytic enzymes,  inhibits  the binding of  iron  to  their carrier proteins 
(transferrin and ferritin), and results  in  increased free  intracellular divalent  iron (Fe2+). 
The  latter  accelerates  the  in  vivo  free  radical  formation  in  the Haber–Weiss  reaction, 
with production of hydroxyl radical from hydrogen peroxide coupled to the oxidation 
of  Fe2+  to  Fe3+  (Hernandez  et  al,  1987).  The  use  of  chelating  agents  of  iron  such  as 
desferrioxamine has proved  to be effective  in reducing  intestinal  ischemia‐reperfusion 
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because these agents prevent the Haber–Weiss reaction and hydroxyl radical formation 
(Lelli et al, 1993). 
Nitric  Oxide    Nitric  oxide  is  a  free  radical  and  a  highly  reactive  substance.  It  is 
synthesized  from L‐arginine by a  family of enzymes known as NO  synthases  (NOS). 
Three  isoforms  of  NOS  have  been  identified  and  cloned:  endothelial  NOS  (eNOS), 
neuronal NOS (nNOS), and inducible NOS (iNOS) (Albrecht et al, 2003). Whereas eNOS 
and nNOS are constitutively expressed, iNOS is only expressed in response to cytokines 
and  growth  factors.  nNOS  is  the predominant NOS  in  the  normal  intestine  and  this 
suppresses  the  expression  of  iNOS(Qu  et  al,  2001).  Possible  sources  of  NO  in  the 
intestine  include  intrinsic  intestinal  tissue  (epithelium, mast cells, smooth muscle, and 
neural plexus) and leukocytes (PMNs and monocytes) (Salzman, 1995). 
  Nitric  oxide  has many  beneficial  effects  in  the  intestine  such  as  scavenging  of 
oxygen  free  radicals,  maintenance  of  normal  vascular  permeability,  inhibition  of 
smooth  muscle  proliferation,  reduction  of  leukocyte  adherence  to  the  mesenteric 
endothelium, prevention of mast cell activation, and  inhibition of platelet aggregation 
(Wink  et al, 1993; Kosonen  et al, 1999; Gidday  et al,  1998; Guo et al, 1996; Lefer and 
Lefer, 1996). 
  Under  physiological  conditions,  NO  will  predominate  in  the  microcirculation 
(Wink and Mitchell, 1998). However, during the early phase of reperfusion in intestinal 
ischemia‐reperfusion there is an accumulation of O2‐. Besides limiting the accumulation 
of NO  and  preventing  any  of  its  beneficial  effects,  the  reaction  of NO with O2‐ will 
generate  the  highly  reactive  radical  peroxynitrite.  Hence  there  is  a  tendency  for 
leukocytes,  mostly  neutrophils,  to  adhere  to  the  endothelium  and  for  platelets  to 
aggregate.  In  the  absence  of  NO,  the  O2‐  produced  will  undergo  spontaneous 
dismutation  to  form H2O2. Hydrogen  peroxide  formed  in  this way  can  promote  the 
activation  of  phospholipase  A2  (PLA2)  and  lead  to  the  accumulation  of 
proinflammatory mediators  such  as  platelet  activating  factor  (PAF)  and  leukotrienes 
(LTB4).  Thus,  the  loss  of  endogenous  NO  production  has  proinflammatory 
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consequences  resulting  in  dysfunction  of  the  endothelium  and  neutrophil‐mediated 
tissue injury. 
  Nitric  oxide  plays  a  dichotomous  role  as  both  a  cytotoxic  and  a  cytoprotective 
molecule in intestinal ischemia‐reperfusion, whereas inhibition of NO originates tissue 
dysfunction  in  some models  of  intestinal  ischemia‐reperfusion  and  inhibition  of NO 
provides  benefit  in  others,  depending  on  the  isoform  of NOsynthase  involved.  The 
constitutive forms of NO synthase (nNOS and eNOS) are critical to normal physiology 
and  inhibition of  these enzymes  causes  tissue damage  (Kubes and McCafferty, 2000). 
The  induction  of  iNOS produces  large  amounts  of NO  and peroxynitrite,  leading  to 
tissue  injury  and  therefore  specific  inhibition  of  this  enzyme  is  considered  beneficial 
(Kubes and McCafferty, 2000). 
  Additionally,  iNOS  knockout  mice  exhibited  significant  resistance  to  mucosal 
barrier  dysfunction  and  bacterial  translocation  after  intestinal  ischemia‐reperfusion, 
further supporting a role for iNOS as an important mediator of reperfusion injury in the 
intestine (Suzuki et al, 2000). On the contrary, Cuzzocrea et al. (1998) provided evidence 
that the production of peroxynitrite was not related to the induction of iNOS, whereas it 
was  associated with  the  inhibition  of  eNOS. Wu  et  al.  (2002)  demonstrated  that  the 
formation  of  iNOS  after  ischemia‐reperfusion  of  the  intestine  enhanced  mucosal 
apoptosis,  leading  to  ischema‐reperfusion  injury  of  the  intestine.  Virlos  et  al.  (2003) 
showed that pulmonary injury following intestinal ischemia‐reperfusion was associated 
with decreased eNOS and  increased  iNOS expression  in the  lung. Expression of  iNOS 
occurred  during  the  later  stages  of  reperfusion,  with  overproduction  of  NO  and 
nitrosylation of protein tyrosine residues, thus aggravating pulmonary injury (Virlos et 
al, 2003). 
  Supplementation of NO has been shown to attenuate ischemia‐reperfusion injury 
in  the  intestine  in  the animal model  (Kawata et al, 2001; Aoki et al, 1990). Kalia  et al. 
(2002) showed that a spontaneous NO donor reduced both intestinal and lung damage 
after ischemia‐reperfusion of the intestine in rats. It was also shown that inhaled NO at 
a  low  concentration  exerts  profound  anti‐leukocyte  adherence  effects  intestinal 
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ischemia‐reperfusion  (Fox‐Robichaud  et  al,  1998).  Intraluminal  administration  of 
nitroglycerine,  a  potent  exogenous  NO  donor,  prevented  the  increase  in  intestinal 
permeability  associated with  ischemia‐reperfusion  (Khanna  et  al,  2003). Whereas  the 
use  of  selective  inhibitors  of  iNOS  has  been  reported  to  be  beneficial,  the  use  of 
nonselective  inhibitors  has  been  shown  to  be  deleterious  in  intestinal  ischemia‐
reperfusion  (Luo  et  al,  2001).  Also  the  administration  of  a  selective  iNOS  inhibitor 
attenuated ischemia‐reperfusion of the intestine (Naito et al, 2004).  
Heme Oxygenase   Heme oxigenase  (HO)‐1 expression  in various models of  ischemia‐
reperfusion of the intestine has been shown to offer cytoprotection during the cascade 
of events (Ito et al, 2003; Attuwaybi et al, 2004; Nakao et al, 2003; Aquiers, 1999). HO‐1 
is  the  rate‐limiting  enzyme  in  the  conversion  of  heme  into  carbon monoxide  (CO), 
biliverdin (which is rapidly converted to bilirubin), and Fe2+ (Choi and Alam, 1996). The 
HO‐1  system  is  thought  to play a pivotal  role  in  the maintenance of antioxidant and 
oxidant homeostasis during  cellular  injury  (Katori  et  al  2002). Three  isoforms  of HO 
have been identified so far: inducible HO‐1; constitutively expressed HO‐2; and HO‐3, 
which  is  related  to HO‐2 but  is  less well  characterized. The HO‐1  system exerts  four 
major beneficial effects: (a) antioxidant function,(b) maintenance of the microcirculation, 
(c) antiapoptosis, and (d) anti‐inflammatory function (Katori et al 2002). The antioxidant 
function relies on heme degradation, production of bilirubin  (Stocker et al, 1987), and 
formation  of  ferritin  via  Fe2+  (Balla  et  al,  1992).  The  production  of  CO,  with  its 
vasodilatory  and  antiplatelet  properties, maintains  the microcirculation  and may  be 
involved in the anti‐apoptotic and cell arrest mechanisms (Katori et al 2002). The HO‐1 
system  exerts  anti‐inflammatory  effects  via  modulation  of  endothelial  adhesion 
molecules  and  chemoattractant  factors  (Willis  et  al,  1996).  Vachharajani  et  al.  (2000) 
provided  evidence  that  HO‐1  and  biliverdin  modulate  leukocyte  recruitment  by 
altering the expression of P‐ and E‐selectins in the intestine, lungs, liver, and kidneys. 
  It  has  also  been  shown  that HO‐1  inhibits  the NO  system  by  downregulating 
iNOS, which contains a heme–iron moiety (Coito et al, 2002) .Nakao et al. (2003) showed 
that  inhalation  of CO  improved  graft  function  and  survival  in  a  rat model  of  small 
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bowel  transplantation.  Exogenous  administration  of  bilirubin  has  shown  to  reduce 
intestinal injury in rat models of ischemia‐reperfusion (Ceran et al, 2001; Hammerman 
et  al,  2002). Doxorubicin  has  been  shown  to  induce HO‐1  and  attenuate  lung  injury 
following ischemia‐reperfusion of the intestine (Ito et al, 2003). Squiers et al. (1999) have 
shown that HO‐1 overexpression in small bowel donors decreases ischemia‐reperfusion 
and improves survival of both the animal and the transplanted bowel. Also, Attuwaybi 
et  al.  (2004) demonstrated  that  subcutaneous administration of hemin  (HO‐1  inducer) 
significantly reduced ischemia‐reperfusion of the intestine. 
NF‐κB  Nuclear factor‐κB (NF‐κB) regulates the expression of several genes involved in 
inflammation, the immune response, apoptosis, cell survival and proliferation, many of 
which are activated during reperfusion injury. The rationale for considering  inhibiting 
NF‐κB activation as a promising molecular target for ameliorating reperfusion injury in 
the  brain  during  stroke,  the  heart  during  myocardial  infarction  and  the  intestines 
following prolonged  ischemia  is discussed on the basis of a new understanding of the 
mechanisms by which NF‐κB is activated (Zingarelli et al, 2003). 
  NF‐κB consists of a family of DNA binding proteins that function as transcription 
factors,  regulating  the  expression  of  several  genes  involved  in  inflammation,  the 
immune  response, apoptosis, cell  survival and proliferation  (Barnes, 1997). Currently, 
there are five identified NF‐κB proteins: p65 (also called RelA), RelB, c‐Rel, p50 and p52. 
These  five  identified  different  NF‐κB  protein  subunits  can  form  many  homo  and 
heterodimer  combinations  that  bind  to  gene  promoter  sequences  and  support 
transcription. Critical and intricate details of the mechanisms involved in the activation 
of NF‐κB  continue  to  be discovered. Classic  activation  of NF‐κB  is  controlled  by  the 
inducible phosphorylation and degradation of the inhibitory proteins I‐κB (I‐κBa, I‐κBb, 
I‐κBe) that bind and inhibit activation of NF‐κB, and the p105 and p100 proteins that not 
only bind NF‐κB but also are precursors of the NF‐κB DNA‐binding proteins p50 and 
p52, respectively (Siebenlist et al, 1994). 
  NF‐κB  is normally  found  in  the cytoplasm of unstimulated cells  in  their  inactive 
forms,  as  the p50/p65/I‐κB  ternary  complex or  the p65/p105  inactive binary  complex. 
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Stimulation of cells with certain cytokines, oxidants, or inflammatory mediators such as 
PAF and LTB4 results in phosphorylation and ubiquitination of the I‐κB or p105 subunit 
(Collins et al, 1995). This results in translocation of the subunit to the nucleus to activate 
transcription of  its  target genes. NF‐κB  induces  the expression of adhesion molecules 
(ICAM‐1, VCAM‐1, P‐selectin, E‐selectin),  tumor necrosis  factor  (TNF‐α),  interleukins, 
chemokines,  and  enzymes  (inducible  nitric  oxide  synthase  and  cyclooxygenase‐2) 
(Blackwell and Christman, 1997).  In  intestinal  ischemia‐reperfusion, reperfusion  is  the 
key stimulus  in  the  regulation of NF‐κB. By maintaining  the  interaction between  I‐κB 
and NF‐κB  the  upregulation  of  cellular  adhesion molecules  is  inhibited  (Peng  et  al, 
1995). 
  Many  of  the  mechanisms  involved  in  the  cellular  damage  associated  with 
ischemia‐reperfusion are mediated by  the activation of NF‐κB  (Siebenlist  et  al,  1994). 
The  ensuing  expression  of  cytokines,  chemotactic  proteins  and  cellular  adhesion 
molecules  in  the  reperfused  tissue  leads  to  the  recruitment of  inflammatory cells  that 
augment  the  cellular  damage  induced  by  ischemia.  Since NF‐κB  has  been  shown  to 
control gene expression of these proinflammatory cytokines, chemokines, enzymes that 
produce  secondary  inflammatory  mediators  and  cellular  adhesion  molecules  the 
activation of NF‐κB plays an  important  role  in  the pathogenesis of  reperfusion  injury 
(Collins et al, 1995; Blackwell and Christman, 1997). 
  Also,  it  has  been  shown  that  inhibitors  of  oxygen  free  radicals  could  block  the 
activation  of  NF‐κB  in  in  vitro  models  of  reperfusion  injury.  Antioxidants  such  as 
pyrrolidine dithiocarbamate and N‐acetyl cysteine have been shown  to  inhibit several 
steps  in  the  TNF‐α  pathway  of  NF‐κB  activation  independent  of  their  antioxidant 
function (Spiecker et al, 1998). 
Complement    The  requirement  for  the  complement  system  in  ischemia‐reperfusion‐
induced  tissue  injury  has  been  established  (Collard  and  Gelman,  2001).  All  three 
pathways  (classical,  lectin,  and  alternative  pathways)  are  activated  and  involved  in 
ischemia‐reperfusion‐related events. C5a and the terminal MAC, C5b‐9, are believed to 
be  responsible  for  complement‐mediated  ischemia‐reperfusion  induced  tissue  injury. 
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Depletion of the complement system is beneficial in this setting, and is accompanied by 
decreased  polymorphonuclear  leukocyte  sequestration  and  reduced  incidence  of 
inflammatory reactions (Austen Jr et al, 2003). 
  Intestinal ischemia‐reperfusion is significantly reduced by complement inhibition 
or complement depletion or in complement‐deficient animals. Factor D knockout mice 
have demonstrated the essential role of the alternative pathway in intestinal ischemia‐
reperfusion  (Williams  et  al,  1999).  Factor D  knockout mice  display  significantly  less 
tissue  damage  in  the  intestine  and  lung  after  induction  of  ischemia‐reperfusion  as 
compared  with  heterozygote  control  animals,  and  also  show  significantly  less  C3 
deposition  in  tissues. This  is  accompanied by decreased neutrophil  infiltration  in  the 
intestine of factor D knockout mice. In intestinal ischemia‐reperfusion, both C3 and C4 
knockout mice were equally protected from  ischemia‐reperfusion. Administration of a 
C5a  complement  receptor  antagonist has been  shown  to protect  the  intestine  against 
ischemia‐reperfusion  injury  in  a murine model  (Heller  et  al,  1999). Arumugam  et  al. 
(2002)  showed  that  administration  of  an  orally  active  C5a  receptor  antagonist  was 
highly  effective  in  reducing  damage  to  the  intestine  in  a  rat  model.  The  anti‐C5 
antibody  inhibited TNF‐α expression and  tissue  injury. Zhao et al.  (2002) showed  that 
the  use  of  a C5 monoclonal  antibody  decreased  neutrophilic  infiltration  of  both  the 
intestine and the lungs of mice. Williams et al. (1999) showed that the administration of 
a complement inhibitor of soluble complement receptor 1 attenuated intestinal mucosal 
injury,  reduced  intestinal  vascular  hyperpermeabilty,  and  increased  survival  in  a  rat 
model. The administration of human C1 esterase inhibitor has been shown to attenuate 
reperfusion injury in a mouse model of intestinal ischemia‐reperfusion (Karpel‐Mssler, 
2003). 
Neutrophils   There  is  a  growing  body  of  evidence  incriminating polymorphonuclear 
leukocyte,  mostly  the  neutrophils,  in  the  pathophysiology  of  intestinal  ischemia‐
reperfusion  (Hayward  and  Lefer,  1998;  Hierholzer  et  al,  1999;  Cooper  et  al,  2004; 
Mbachu et al, 2004).  In a model of small bowel  transplantation, Massberg et al.  (1998) 
showed  that  the manifestation  of  intestinal  ischemia‐reperfusion  is  primarily  due  to 
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leukocyte‐endothelial  cell  interactions  in  the  submucosal  venules  of  the  transplanted 
intestine. Neutrophil‐depleted blood  in  the  reperfusate has been  shown  to ameliorate 
intestinal ischemia‐reperfusion in the human small bowel (Sisley et al, 1994). Intravital 
microscopic studies of tissues exposed to intestinal ischemia‐reperfusion reveal an acute 
inflammatory  response  that  is characterized by  increased adhesion and emigration of 
neutrophils  in  postcapillary  venules  and  enhanced  protein  efflux  (Granger  and 
Korthuis,  1995).  Indirectly,  the  assessment  of  neutrophil  migration  into  the  small 
intestine  is  performed  by measuring myeloperoxidase  activity  in  the  small  intestine 
(Naito et al, 2002). 
The emigration of neutrophils from the postcapillary venules to areas of inflammation 
is a complex and highly coordinated three‐step process, namely, rolling, adhesion, and 
extravasation  (Grisham et al, 1998). First,  the  leukocytes roll along  the endothelial cell 
surface.  This  initial  reaction  is mediated  by  the  upregulation  of  adhesion molecules 
such as P‐selectin and E‐selectin on the surface of the endothelium and their interaction 
with  L‐selectin,  which  is  expressed  constitutively  by  the  leukocytes.  This  weak 
leukocyte  tethering  to  the  endothelium  brings  the  leukocyte  into  close  proximity  to 
chemoattractants  (such  as  leukotriene  B4, C5a,  and  PAF)  and  chemokines  (Granger, 
1988).  Chemokines  bind  to  receptors  on  leukocytes  to  activate  β2  integrins  (CD11a, 
CD11b, and CD 11c/CD18). The activated integrins bind to the adhesion molecules such 
as  intercellular  adhesion molecule  (ICAM‐1)  and vascular  cellular  adhesion molecule 
(VCAM‐1)  expressed  on  endothelial  cells.  This  interaction  strengthens  the  adhesion 
between  the  leukocyte and  the endothelial cells,  thereby allowing extravasation of  the 
leukocyte out of the circulation and  into the  interstitium (Panes et al, 1999). Riaz et al. 
(2002)  showed  that  P‐  and  E‐selectins were  expressed  following  intestinal  ischemia‐
reperfusion of the mouse intestine. Pretreatment with anti‐P‐selectin antibody reduced 
neutrophil rolling and adhesion, thereby attenuating the injury. Neutrophils can cause 
tissue  damage  in  several  ways  including  secretion  of  proteolytic  enzymes  such  as 
elastase from cytoplasmic granules (Carden et al, 1990), production of free radicals via a 
respiratory burst  (Weiss,  1989),  and physical  impairment  of  the microcirculation  and 
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thereby  extension of  ischemia  (Bagge  et al, 1980). Nalini  et al  (1993)  showed  that  the 
neutrophils, and not xantine oxidase, are the initial source of free radicals in a rat model 
of intestinal ischemia‐reperfusion of the intestine. 
 
1.8. Remote Organ Injury after Intestinal Ischemia‐Reperfusion 
  A  classic  consequence  of  intestinal  ischemia‐reperfusion  is  the  development  of 
damage in organs uninvolved in the initial ischemic insult. The systemic inflammatory 
response syndrome and the multiple organ dysfunction syndrome (MODS) are leading 
causes of death in critically ill patients (Moore, 1999) and are documented consequences 
of intestine (Carden et al, 1993; Poggetti et al, 1992; Terada et al, 1992), liver (Liu et al, 
1995, 1996; Nielsen et al, 1996; Weinbroum et al, 1995), and skeletal muscle (Fantini and 
Conte,  1995)  reperfusion,  as well  as  aortic  occlusion‐reperfusion  (Barry  et  al,  1997a, 
1997b; Gadaleta et al, 1994; Harward et al, 1996) and circulatory shock. 
  Although the situations culminating in MODS are diverse, they are all associated 
with  intense splanchnic vasoconstriction and relative or absolute mesenteric  ischemia, 
an  adaptive  response  which  maintains  perfusion  to  vital  organs.  This  profound 
splanchnic vasoconstriction contributes to the pathogenesis of MODS, since even brief 
periods  of  intestinal  ischemia  are  associated with  loss  of  intestinal mucosal  barrier 
integrity.  In  this  context,  the more  profound  and  sustained  disturbance  of  intestinal 
vascularization  present  in  mesenteric  ischemia‐reperfusion  makes  this  condition  an 
exceptionally  intense  cause  for  intestinal  barrier  damage  leading  to MODS  (Moore, 
1999). 
  Although the systemic inflammation characteristic of MODS can result in damage 
to  any organ,  the onset of  the  syndrome  is usually  associated  to  the development of 
respiratory  insufficiency. The pulmonary damage associated with MODS  represents a 
continuum  of  lung  injury  from mild dysfunction,  called  acute  lung  injury,  to  severe 
respiratory  failure  or  the  acute  respiratory distress  syndrome  (ARDS)  (Murray  et  al, 
1988). The hallmark of  lung  injury associated with ARDS and MODS  is an  increase  in 
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pulmonary  microvascular  permeability  and  the  accumulation  of  neutrophil‐rich 
alveolar  fluid  (Carden et al, 1998; Xiao et al, 1997). Respiratory  failure  is  followed by 
hepatic,  renal,  and  gastrointestinal  dysfunction,  as  well  as  central  nervous  system 
involvement and myocardial failure (Bulkley, 1997). In addition to diffuse organ system 
involvement, MODS is characterized by dysfunction of the coagulation cascade and the 
immune  system,  resulting  in  thrombosis, disseminated  intravascular coagulation, and 
immunocompromise (Bulkley, 1997). 
Bacterial  Translocation    The  increase  in  intestinal  hyperpermeabilty  occurring  in 
intestinal  ischemia‐reperfusion  is  one  of  the  factors  causing  bacterial  translocation. 
Bacterial  translocation  is  the passage of viable bacteria  from  the gastrointestinal  tract 
through the epithelial mucosa to extraintestinal sites such as mesenteric  lymph nodes, 
liver,  and  spleen.  Subsequently  the  bacteria  can  disseminate  throughout  the  body, 
producing  sepsis,  shock,  and  MODS.  Alternatively,  stimulation  of  intestinal 
macrophages  by  these  bacterial  products,  or  other  mediators  released  into  the 
circulation  at  the  time  of  reperfusion,  may  cause  macrophage  activation  and  the 
secretion  of  inflammatory  cytokines  (such  as  TNF‐α)  capable  of  activating  vascular 
endothelium in virtually any organ (Lemaire et al, 1997).  
  The similarities between the septic patient with an identifiable source of infection 
and patients with systemic  inflammation and MODS are so striking  that an empirical 
search  for  infection  in  patients with MODS was  acceptable  clinical  practice  prior  to 
1980. However,  recognition  that  only  30%  of  trauma  patients with MODS  have  an 
identifiable source of infection and that eradication of infection in patients with MODS 
is not sufficient to reverse progressive organ failure caused the relationship between the 
systemic  inflammatory  response  and  infection  to  be  questioned.  Additionally,  the 
importance  of  translocated  bacteria  from  the  intestinal  lumen  to  the pathogenesis  of 
shock has been placed  in doubt due to a number of clinical trials  in patients  in shock, 
where directed anti‐endotoxin therapy did not yield beneficial effects (Lemaire, 1997). 
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All  these  observations  motivated  the  search  for  endogenous  mediators  capable  of 
eliciting  the  systemic  inflammatory  response  associated  with  intestinal  ischemia‐
reperfusion. 
 
1.8.1. Reperfusion‐induced MODS 
  Several  mechanisms  have  been  proposed  to  explain  the  systemic  organ 
dysfunction  induced by  intestinal  ischemia‐reperfusion. Unsurprisingly, most of  these 
mechanisms represent a remote extension of  the processes  involved  in  local  ischemia‐
reperfusion  damage.  They  follow  the  release  of  reperfusion‐dependent  mediators, 
either soluble or cellular, from the intestinal vasculature into the systemic circulation.  
Oxygen  Free  Radicals    Given  the  widespread  endothelial  localization  of  xanthine 
oxidase and the capacity of this enzyme to generate O2‐ and H2O2, much attention has 
been given to xanthine oxidase as a contributor to ischemia‐reperfusion induced remote 
organ injury. 
  Plasma  xanthine  oxidase  activity  increases  following  intestinal  ischemia‐
reperfusion. This increase is associated with remote pulmonary, hepatic and myocardial 
injury. The fact that xanthine oxidase inhibition blunts the remote pulmonary and liver 
dysfunction  suggests  that  xanthine  oxidase  or  its  products  may  contribute  to 
reperfusion‐induced distant organ injury Poggetti et al, 1992; Terada et al, 1992; Liu et 
al, 1995, 1996; Nielsen et al, 1996; Weinbroum et al, 1995). 
  The mechanism by which endothelial xanthine oxidase elicits systemic effects and 
diffuse  organ  injury  is  not  clear.  Distant  organ  damage  may  result  from  the 
intravascular  generation  of  xanthine  oxidase‐derived  oxidants  which  disrupt 
endothelial  integrity  in  far‐reaching accessible vascular  locations. Another mechanism 
which  has  been  proposed  to  explain  xanthine  oxidase‐initiated MODS  relates  to  the 
ability  of  circulating  xanthine  oxidase  to  bind  to  endothelial  cell  surfaces.  Tan  et  al. 
(1993) have observed that xanthine oxidase attaches to glycosaminoglycans on vascular 
endothelial  cells,  concentrating  the  oxidant‐generating  enzyme  at  endothelial  cell 
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surfaces,  increasing  its plasma  half‐life,  and perpetuating  xanthine  oxidase mediated 
cytotoxicity throughout the vasculature. 
  Xanthine oxidase‐derived oxidants may also generate  chemotactic  factors which 
cause the sequestration of inflammatory leukocytes in organs other than the site of the 
primary ischemic injury. Exposure of plasma to xanthine oxidase‐derived O2‐ generates 
chemotactic factors both in vitro and in vivo (Petrone et al, 1980). 
  Furthermore,  it  has  been  reported  that  either  circulating  xanthine  oxidase 
produced  in  response  to  prolonged  gut  ischemia‐reperfusion  or  purified  xanthine 
oxidase elicits  the accumulation of  inflammatory  leukocytes  in  the  lung  (Terada et al, 
1992). These data  support  a  chemotactic  function  for  xanthine oxidase  and  suggest  a 
mechanism whereby  intravascular generation of xanthine oxidase‐derived oxidants or 
chemoattractants may  regulate  the  trafficking of  inflammatory  leukocytes  in multiple 
organs. 
Neutrophils   Of these  inflammatory  leukocytes, neutrophils are known to produce O2‐ 
and H2O2 and  to  secrete myeloperoxidase, an  enzyme  that  catalyses  the  formation of 
hypochlorous  acid  from  H2O2  and  chloride  anions  [2].  Activated  neutrophils  also 
produce  potent  proteases  capable  of  degrading  virtually  all  components  of  the 
endothelial basement membrane as well as junctional proteins that maintain endothelial 
barrier  function  (Carden  et  al,  1998). Leukocytes  exposed  to  ischemic  tissue may  re‐
enter  the  systemic  circulation  in an activated  state upon  reperfusion. These  activated 
neutrophils  have  been  implicated  as  mediators  of  intestinal  ischemia‐reperfusion 
induced remote organ injury (Carden et al, 1993, 1998; Xiao et al, 1997. 
  The  fact  that  prevention  of  neutrophil  adherence  blunts  ischemia‐reperfusion 
induced remote organ  injury provides strong support  for a central role  for neutrophil 
activation  in MODS.  This  observation  also  suggests  that  in  order  to  initiate  remote 
organ injury, reperfusion must activate circulating leukocytes and cause them to adhere 
in  remote  sites.  It  has  been  reported  that  plasma  obtained  following  intestinal 
reperfusion (associated with aortic clamping) elicits neutrophil adhesion and activation 
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(Barry  et  al,  1997a,  1997b).  Moreover,  neutrophils  obtained  from  patients  with 
documented  SIRS  demonstrate  enhanced  oxidant  production  and  CD11b  expression 
[66]. Finally, prolonged  intestinal  ischemia  as a  consequence of aortic  cross‐clamping 
not  only  results  in  neutrophil  activation  and  adhesion molecule  expression,  but  also 
results in increased mortality from multiple organ failure (Foulds et al, 1998). 
  These  results  suggest  that  tissue  ischemia  induces not only  leukocyte  activation 
and  adhesion molecule  expression,  but  also  renders  remote  sites more  vulnerable  to 
vascular  injury.  Reperfusion‐induced  leukocyte  trafficking  to multiple  sites may  be 
regulated at least in part through the expression of endothelial cell adhesion molecules. 
Plasma  obtained  following  aortic  crossclamping  induces  endothelial  ICAM‐1 
expression  (Barry  et  al  1997a)  and  intestinal  ischemia‐reperfusion  causes  the  up‐
regulation of ICAM‐1 in remote organs (Meyer et al, 1998). 
  Thus,  the  production  and  release  of  inflammatory  mediators  from  reperfused 
tissues can  induce endothelial cell adhesion molecule expression  locally and at distant 
sites, thereby facilitating neutrophil‐endothelial cell adhesion and neutrophil‐mediated 
vascular and tissue injury. 
  As  described  above,  the  reperfused  intestine  generates  inflammatory mediators 
that  can  activate  and/or  attract  circulating  neutrophils.  Ample  evidence  exists  to 
support  the possibility  that  ischemia‐reperfusion  causes  the  systemic  release of  these 
inflammatory  mediators,  thereby  promoting  neutrophil  activation,  inducing 
generalized  leukocyte  and  endothelial  adhesion molecule  expression,  and  enhancing 
the  opportunities  for  leukocyte‐endothelial  cell  interaction.  For  example, mesenteric 
lymph obtained  following haemorrhagic shock enhances neutrophil O2‐ production,  is 
cytotoxic  to  endothelial  cells,  and  potentiates  neutrophil‐mediated  endothelial  injury 
[57],  while  plasma  obtained  following  aortic  clamping  elicits  both  neutrophil  and 
endothelial adhesion molecule expression (Barry et al 1997a). Furthermore, Barry et al. 
have demonstrated that both TNF‐α and thromboxane B2 are released into the systemic 
circulation following aortic cross‐clamping and that the increased plasma concentration 
of  these  mediators  is  associated  with  pulmonary  vascular  dysfunction  (Barry  et  al 
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1997b). Thus, ischemia‐reperfusion of the intestine can increase the systemic availability 
of  inflammatory mediators,  leading  to  leukocyte activation as well as neutrophil and 
endothelial  cell  adhesion  molecule  expression  and  vascular  dysfunction  in  remote 
organs. 
TNF‐α  Since administration of TNF‐α reproduces the clinical signs of sepsis and MODS 
in  animals  and  in human volunteers,  this  cytokine  is  recognized  as  an  inflammatory 
mediator that is capable of directly inducing systemic inflammation and MODS (Starnes 
et  al,  1988).  Evidence  also  supports  a  role  for  TNF‐α  in  the  systemic  inflammatory 
response  initiated  by  intestinal  ischemia‐reperfusion,  which  induces  the  systemic 
release of TNF‐α and results in lung neutrophil sequestration and injury (Colletti et al, 
1990, 1995). Moreover, TNF‐α antiserum reduces the pulmonary capillary leak initiated 
by intestinal ischemia‐reperfusion (Colletti, 1990). Colletti has also suggested (1995) that 
intestinal‐derived TNF‐α  facilitates  lung  injury by eliciting  the pulmonary production 
of  the  chemokine  epithelial  neutrophil‐activating  protein  (ENA)  since  a  blocking 
antibody  to  the  latter  is as  effective as TNF‐α blockade  in  inhibiting  lung  injury and 
neutrophil retention. Thus, it appears that TNF‐α released from reperfused intestine is 
capable of eliciting  the production of  inflammatory mediators at  remote  sites,  setting 
the stage  for enhanced neutrophil  trafficking and neutrophil‐mediated  injury  in  these 
distant organs. As  a word of  caution, however,  the pathophysiological  role  for TNF‐
αrelease  from  the  intestine has not proved  to have  sole  clinical  relevance  thus  far.  In 
similitude to the anti‐endotoxin trials, clinical trials involving TNF‐α blockade in shock 
have been unsuccessful, suggesting that other injury mechanisms bypass the protection 
afforded by anti‐TNF‐α therapy in this setting. 
Complement    Reperfusion  in  a  variety  of  organs  activates  the  complement  cascade, 
leading  to widespread deposition  of  complement  fragments  on  the microvasculature 
(Xiao  et al, 1997; Helliwell  et al, 1998). Complement activation products not only are 
chemotactic for leukocytes, but also elicit neutrophil activation, oxidant generation and 
adhesion  molecule  expression  (Witthaut  et  al,  1994).  In  addition,  interference  with 
complement activation using  soluble  complement  receptor 1  (sCR1)  (Xiao  et al, 1997, 
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immunoneutralization of C5a (Stevens et al, 1986), or mice that are genetically deficient 
in  C5  (Olson  et  al)  blocks  inflammation‐induced  systemic  damage  in  a  variety  of 
experimental models  of  intestinal  ischemia‐reperfusion  induced  remote  organ  injury. 
These  reports  support  a  role  for  complement  activation  products  in  ischemia‐
reperfusion mediated leukocyte trafficking and vascular dysfunction. 
Nitric Oxide  Depletion and inactivation of nitric oxide has also been implicated as a 
contributing  factor  in  the  pathogenesis  of  intestinal  ischemia‐reperfusion‐induced 
remote organ  injury. Experimental  inhibition of NO production  enhances  superoxide 
generation  and  injury  in  the  lung  following  intestinal  ischemia‐reperfusion  and 
endotoxin administration (Liu et al, 1995) while NO donors reduce the accumulation of 
humoral  inflammatory mediators, attenuate endothelial cell dysfunction, and  improve 
short‐term  survival  after mesenteric  artery  occlusion  (Carey  et  al].  Thus, diminished 
availability of NO  following  ischemia‐reperfusion may contribute  to  the pathogenesis 
of  MODS  by  facilitating  neutrophil‐endothelial  cell  interactions  and  inducing  an 
oxidative stress in remote organs (Niu et al, 1995). 
Platelet  Activating  Factor    Experimental  and  clinical  studies  suggest  that  the  lipid 
mediator  platelet  activating  factor  may  be  a  major  endogenous  mediator  of  organ 
dysfunction in MODS, since the levels of this phospholipids are increased in biological 
fluids after shock and in plasma following intestinal ischemia‐reperfusion (Lefer, 1989; 
Zingarelli  et  al,  1992;  Kubes  et  al,  1990).  Moreover,  the  administration  of  platelet 
activating  factor  mimics  the  cardiac  depression,  hypotension,  enhanced  vascular 
permeability, and platelet aggregation observed  in MODS. Platelet activating  factor  is 
known to promote the neutrophil activation, adhesion, and  leukocyte‐mediated  injury 
induced by intestinal ischemia‐reperfusion as well as in ARDS (Kubes et al, 1990; Ayala 
et  al,  1996). Cumulatively,  these  effects  of  platelet  activating  factor  could  initiate  or 
perpetuate multiple organ  ischemia or  failure. Direct evidence  that  implicates platelet 
activating  factor  in MODS  is  provided  by  the  observation  that  receptor  antagonists 
block  the  release  of  myocardial  depressant  factor  and  TNF‐α  following  intestinal 
ischemia‐reperfusion  and  attenuate  organ  system  injury  and  improve  survival  in 
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hemorrhagic and  traumatic  shock  (Kubes et al, 1990; Ayala et al, 1996). These  results 
suggest  that  PAF  may  play  a  proximal  role  in  the  systemic  inflammatory  cascade 
initiated by reperfusion and circulatory collapse. 
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CHAPTER II 
        BIOCHEMISTRY OF 
MATRIX METALLOPROTEINASE‐9 
 
 
 
  In  this  chapter  we  propose  to  present  an  overview  of  the  biochemistry  and 
molecular  biology  of  this  protease.    Besides  serving  a  role  as  review  of  current 
knowledge on MMP‐9, the usefulness of this chapter will be twofold: 
  (i) To   preliminarily  contextualize with detail  the  results  to be presented  in  the 
following Chapters; 
  (ii)  To  call  into  attention  several  biochemical  and molecular  aspects  of MMP‐9 
which lead us into specific experimental studies. 
 
2.1. Structure of MMP‐9 
2.1.1. Primary Structure 
  MMP‐9 (EC 3.4.24.25; also known as gelatinase B) belongs to the family of matrix 
metalloproteinases  (Nagase and Woessner, 1999; Yong et al., 2001; Egeblad and Werb, 
2002).  The MMP  family  (Figure  3.1.)  is  characterized  by  the  presence  of  conserved 
protein  domains:  a  prodomain,  an  active  domain  and  a  Zn2+‐binding  domain.  All 
MMPs, except MMP‐7 and MMP‐26, contain an additional carboxyterminal hemopexin 
domain.  Membrane‐type  MMPs  (MT‐MMPs)  are  bound  to  membranes  through  a 
carboxyterminal  hydrophobic  anchor.  In  the  cases  of MT‐MMP‐1,  ‐2,  ‐3,  and  ‐5  this 
hydrophobic anchor  is a  transmembrane domain and  these MT‐MMPs  contain also a 
short  intracellular  domain,  whereas  MT‐MMP‐4  and  ‐6  are  membrane‐anchored 
through a glycosyl‐phosphatidyl‐inositol anchor (Itoh et al., 1999b; Kojima et al., 2000). 
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Gelatinases have a gelatin binding  fibronectin domain, composed of  three  fibronectin 
repeats,  inserted  between  the  active‐site  domain  and  the  Zn2+‐binding  domain,  and 
MMP‐9  contains  an  additional  Ser/Thr/Pro‐rich  collagen  type  V  domain  in  a  hinge 
region. 
  In  comparison  with  the  other  MMPs,  MMP‐9  is  structurally  one  of  the  most 
complex members  of  the  family  (Cuzner  and Opdenakker,  1999; Opdenakker  et  al., 
2001a; Opdenakker et al., 2001b; Van den Steen et al., 2001). The Zn2+‐binding domain of 
human MMP‐9 contains the conserved sequence AHEXGHXXGXXH, in which the three 
histidines are  responsible  for  the coordination of  the catalytic Zn2+  ion. Together with 
the active domain, the Zn2+‐binding domain forms the active site and is essential for the 
enzymatic activity. In the human proenzyme, the fourth  ligand of the Zn2+  is Cys86 of 
the conserved sequence PRCGXPD  in  the prodomain. This prodomain  is  removed by 
proteolysis or is distorted by substrate binding (Bannikov et al., 2002) to yield the active 
enzyme through the cysteine‐switch mechanism (Van Wart and Birkedal‐Hansen, 1990). 
  The function of the hemopexin‐domain is less clear. It was suggested to play a role 
in  the  substrate  specificity of  collagenases. However,  for MMP‐9  it was  shown  to be 
important  for  the binding  of  the  tissue  inhibitors  of metalloproteinases  (TIMPs). The 
fibronectin type II repeats in gelatinases are responsible for binding to gelatin, laminin, 
and  collagens  type  I  and  IV. This  is  in  contrast  to  collagenases, where  the  collagen‐
binding capacity is conferred by the hemopexin domain. The activation status of MMP‐
9 is also important, because proMMP‐9 binds with higher affinity to collagen type I and 
to  gelatin,  and with  lower  affinity  to  collagen  type  IV,  as  compared with  activated 
MMP‐9 (Allan et al., 1995). 
  The  primary  structures  of  the  human  (Huhtala  et  al.,  1991)  and mouse MMP‐9 
genes  (Masure  et  al.,  1993)  have  been  compared.  The  gene  sequences  and  the 
distribution of 13 exons and introns are similar (Masure et al., 1993). By analysis of the 
relation of MMP‐9 with other MMPs at the genomic and cytogenetic levels, it is evident 
that many human MMP genes colocalise on chromosome 11, sub band q22, while MMP‐
9 occupies a unique site on human chromosome 20, sub band q12‐ q13  (St.  Jean et al., 
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1995).   Additionally, all human membrane‐type MMPs are at different  chromosomes. 
The mouse MMP‐9 gene has been localized on mouse chromosome 2 (Leco et al., 1997). 
 
2.1.2. Posttranslational Modifications 
  Human natural MMP‐9 is a heavily glycosylated MMP (Rudd et al., 1999; Mattu et 
al., 2000; Van den Steen  et al., 2001).  It contains  three possible attachment sites  for N‐
linked glycans, one of which is situated in the prodomain. The two others are located in 
the active domain. One of  the N‐glycosylation  sites  in  the active domain  (N108YS)  is 
conserved in most of the MMPs, also in different species. MMP‐9 contains multiple O‐
linked sugars, most of which are probably  located  in the collagen type V‐like domain. 
This  domain  contains  repeats  of  T/SXXP,  which  constitute  attachment  sites  for  the 
multiple O‐linked  glycans. These O‐linked  glycans may  serve  to  extend  the  collagen 
type V‐like domain  into a “bottle‐brush”  structure, as was described  for mucins. The 
structure  of  both N‐  and O‐linked  glycans was determined  for  natural MMP‐9  from 
human neutrophils (Rudd et al., 1999; Mattu et al., 2000; Royle et al., 2002). 
  In  many  cell  types,  MMP‐9  is  produced  as  a  mixture  of  monomers  and 
homodimers.  In  addition,  neutrophils  produce  a  third  form,  a  covalent  complex  of 
MMP‐9 with neutrophil gelatinase B‐associated lipocalin (NGAL) (Kjeldsen et al., 1993). 
These different  forms of MMP‐9  can be visualized on nonreducing  SDS‐PAGE or by 
gelatin  zymography. After  reduction  only monomers  are present,  indicating  that  the 
homo‐  and  heterodimerization  occurs  through  disulfide‐bonding.  The  covalent 
dimerization has an influence on the activation by stromelysin‐1 (MMP‐3) (Olson et al., 
2000). Truncation of the proenzyme also occurs in neutrophils, resulting in the removal 
of  the  first 8  to 10 amino acid  residues  from  the propeptide  (Masure et al., 1991). The 
complete removal of the propeptide results in enzyme activation. 
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2.1.3. Model of the Three‐Dimensional Structure of MMP‐9 
  The  three‐dimensional structure of recombinant  forms of  the catalytic domain of 
MMP‐9, without hemopexin and collagen type V domain, has been determined recently 
by X‐ray crystallography (Rowsell et al., 2002; Elkins et al., 2002). However, the crystal 
structure  of  the  complete  enzyme  has  not  yet  been  obtained,  probably  because  its 
heterogeneity is an obstacle for crystallization. 
  A  number  of  other  recombinant  MMPs  or  MMP  domains  have  already  been 
crystallized  and  their  structures  analyzed.  Particularly  interesting  is  the  structural 
determination of a recombinant  full‐length MMP‐2  (gelatinase A) variant  (Morgunova 
et al., 1999). MMP‐2 is the MMP with the closest sequence similarity to MMP‐9 (Figure 
3.2), and the structure of its catalytic domain is very similar to that of MMP‐9 (Rowsell 
et al., 2002). Therefore, it was possible to generate a model of MMP‐9 starting from the 
crystallography data of MMP‐2, by adding  the N‐linked glycans and  the Ser/Thr/Pro‐
rich domain with a number of O‐linked glycans (Mattu et al., 2000). The prodomain  is 
bound  in  the  catalytic  cleft by  several hydrogen bonds  and,  as  the  conserved Cys  is 
coordinated with the catalytic Zn2+ ion. The fibronectin type II repeats each contain four 
Cys  residues,  of which  the  first  forms  a disulfide  bridge with  the  third Cys  and  the 
second with the fourth Cys.  The repeats possess a hydrophobic pocket, which probably 
accounts  for  the  binding  to  gelatin. The hemopexin domain  consists  of  a  fourbladed 
propeller‐structure  in which the first blade  is  linked to the fourth blade by a disulfide 
bridge.  In MMP‐2,  the  first  two blades are oriented  to  the catalytic domain and  form 
hydrogen  bonds with  the  fibronectin  domain.  In MMP‐9,  the  hemopexin  domain  is 
probably  spaced  from  the  other  domains  by  the  Ser/Thr/Pro‐rich  domain,  because 
protein domains with  clustered O‐glycans often  form  rigid  structures. The other  two 
blades  are  turned  away  from  the  catalytic  site  and  are probably  the  binding  site  for 
TIMP‐1  in  MMP‐9  (or  TIMP‐2  in  the  case  of  MMP‐2).  In  MMP‐9,  two  additional 
cysteines  are  present  (Cys449  in  the  collagen  type  V  domain  and  Cys615  in  the 
hemopexin  domain)  that may  be  free  and  that may  be  responsible  for  the  covalent 
homodimerization  or  heterodimerization with NGAL.  The  latter was  observed with 
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MMP‐9  isolated  from  neutrophils.  In  the  partial  crystal  structures  of most MMPs,  a 
second Zn2+‐ion has been found and considered to play a structural role. However, by 
analysis of MMP‐9 in solution it is now clear that only one Zn2+‐ion is present in the full‐
length enzyme (Kleifeld et al., 2000). 
 
2.2. Substrate Specificity 
  The substrate‐specificity of MMP‐9 relies on a different number of variables. First, 
it depends on the primary sequence of the substrate, because in general endoproteases 
possess preference  for peptide  sequences  that  can bind  in  the groove of  the  catalytic 
site. Secondly, the three‐dimensional conformation and accessibility of the cleavage site 
in a substrate is also important. Finally, exosites on the enzyme may bind to distant sites 
on the substrate and also promote hydrolysis (Imper and Van Wart, 1998). 
  The primary sequence specificity has been analyzed using short synthetic peptide 
substrates  derived  from  the  aminoacid  sequence  Gly‐Pro‐Gln‐Gly‐Ile‐Ala‐Gly‐Gln 
(corresponding  to  sites  P4‐P3‐P2‐P1‐P1ʹ‐P2ʹ‐P3ʹ‐P4ʹ  in  the  peptidic  substrate)  (Netzel‐
Arnett  et  al.,  1993).  It was  found  that  shortening  the peptide  beyond P3‐P3ʹ  strongly 
reduces  the  hydrolysis  rate.  This  indicates  that  interaction  of  the  peptide  with  the 
respective  S3‐S3’  sites  on  the  enzyme  are  required.  The  most  specific  amino  acid 
preference was found at the P1 and P1ʹ sites. Only small amino acids (Gly, Ala, Pro) are 
well  tolerated  at  the  P1  site. A  possible  explanation  for  this  comes  from  the  crystal 
structure  of  the  catalytic  site  of MMP‐8, where  the  S1  site  is  rather  undefined  and 
unable to bind larger amino acids (Bode et al., 1994). At the P1ʹ site, a clear preference is 
noticed  for hydrophobic residues  (Ile, Leu, Tyr, Met), which  is  in accordance with  the 
general  observation  that  the  S1ʹ  site  of  MMPs  consists  of  a  more  or  less  deep 
hydrophobic pocket (Imper and Van Wart, 1998; Rowsell et al., 2002). At the P2 subsite, 
hydrophobic  residues  are  also  preferred.  In  another  study,  using  a  phage  display 
peptide  library,  the preference  for hydrophobic  residues  at P1ʹ  and of Pro  at P3 was 
confirmed, and a relative preference for Arg at P2 was documented (Kridel et al., 2001). 
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  A  limited number of physiological substrates have been described, together with 
the respective cleavage sites. The fibronectin domain probably plays a role as exosite by 
binding the collageneous substrates and thereby increasing the hydrolysis efficiency, as 
shown  for MMP‐2  (Murphy  et  al.,  1994).  The  best‐known  substrates  for MMP‐9  are 
denatured collagens (gelatins). The cleavage sites of MMP‐9  in type II gelatin, a major 
substrate  of neutrophil MMP‐9  in  rheumatoid  arthritis, have been  analyzed  in detail 
recently  (Van den Steen et al., 2002). This study confirmed  the  findings with synthetic 
peptide substrates, but also provided new information. The comparison of the cleavage 
sites  in  type  II gelatin shows  that MMP‐9 cleaves collagen  type  II always after a Gly‐
residue (P1 position). At P1ʹ, a preference for hydrophobic residues exists and at P3 for 
Pro. Only  4%  of  the  amino  acids  at P2ʹ  are  found  to be posttranslationally modified 
(mostly  by  hydroxylation  of  prolines)  and  71%  of  the  residues  at  P5ʹ.  This  is 
significantly different  from  the 40% modifications on  residues  in  front of Gly, as was 
observed in collagen type II in general.   The aminoterminal prodomain of procollagen 
type II was also shown to be cleaved by MMP‐9 (Fukui et al., 2002). Collagen type V can 
also be cleaved by MMP‐9  (Hibbs et al., 1987); however,  it  is unclear whether MMP‐9 
can cleave native full length type IV collagen (Wilhelm et al., 1989; Mackay et al., 1990; 
Okada et al., 1992). Other extracellular matrix substrates include aggrecan (Fosang et al., 
1992), link protein (Nguyen et al., 1993), and elastin (Senior et al., 1991). In man, MMP‐9 
was  also  shown  to  degrade  myelin  basic  protein,  resulting  in  the  release  of 
encephalitogenic  peptides  (Proost  et  al.,  1993a). Another  autoantigen,  BP180  or  type 
XVII  collagen,  which  is  important  in  bullous  pemphigoid,  is  a  membrane‐bound 
hemidesmosome protein, containing an extracellular collagenous domain. This domain 
is a substrate for MMP‐9, and its cleavage may be at the basis of the observed blistering 
in  bullous  pemphigoid  (Ståhle‐Bäckdahl  et  al.,  1994).  In  addition  to  these  structural 
components, other MMP‐9 substrates are  functional proteins. These  include  the serine 
protease  inhibitors  α1‐proteinase  inhibitor,  α1‐antitrypsin,  and  α1‐antichymotrypsin 
(Desrochers  et  al.,  1992;  Sires  et  al.,  1994),  substance  P  (Backstrom  and  Tökés,  1995), 
galactoside binding proteins CBP30 and CBP35 (Mehul et al., 1994; Ochieng et al., 1994), 
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interleukin  (IL)‐2  receptor‐α  (Sheu  et  al., 2001),  transforming growth  factor‐β  (TGF‐β) 
(Yu and Stamenkovic, 2000), and tissue factor pathway inhibitor (TFPI) (Belaaouaj et al., 
2000). It was also found that MMP‐9 can degrade amyloid‐β peptide (1‐40) (Aβ1‐40), with 
possible  implications  for  the  pathogenesis  of  Alzheimer’s  disease  (Backstrom  et  al., 
1996).  The  proinflammatory  cytokine  IL‐1β  is  activated  (Schönbeck  et  al.,  1998),  and 
angiostatin  is  cleaved  from plasminogen  by MMP‐9  (Cornelius  et  al.,  1998; Patterson 
and  Sang,  1997).  Also,  protumor  necrosis  factor‐α  (proTNF‐α)  can  be  processed  by 
MMP‐9, although with lower efficiency than by other MMPs (Gearing et al., 1994). 
  It was demonstrated that MMP‐9 is able to process CXC‐chemokines. In particular, 
MMP‐9 cleaves  the six aminoterminal amino acid residues  from IL‐8(1‐77), generating 
the more active IL‐8(7‐77) and thereby providing a positive feedback loop, because IL‐8 
is able  to  induce  the  release of MMP‐9  from neutrophils  (Van den Steen  et  al., 2000). 
Other  CXC  chemokines,  such  as  connective  tissue  activating  peptide‐III  (CTAP‐III), 
growth‐related oncogene‐α (GRO‐α), platelet factor‐4 (PF‐4) (Van den Steen et al., 2000), 
and stromal‐cell derived factor‐1 (SDF‐1) (McQuibban et al., 2001) are inactivated. 
  A positive feedback loop was also demonstrated between neutrophil MMP‐9 and 
endothelin‐1 (ET‐1), because ET‐1 (1‐32) induces the release of MMP‐9 from neutrophils 
and MMP‐9 cleaves big ET‐1 into ET‐1(1‐32) (Fernandez‐Patron et al., 2001). 
 
2.3. Regulation of MMP‐9 Activity 
  MMP‐9  activity  is  regulated  by  five mechanisms:  gene  transcription,  secretion, 
activation,  inhibition, and glycosylation. Various  studies and overviews have already 
dealt with  the  regulation  of MMP‐9  production  and  summarized  the  inducers  that 
stimulate MMP‐9 gene expression. 
  It has been established by now that MMP‐9 expression, that is, the production of 
proenzyme by cells, is not necessarily concomitant with gene transcription and mRNA 
synthesis  (Cuzner and Opdenakker, 1999; Opdenakker  et  al., 2001b; Yong  et  al., 2001; 
Egeblad and Werb, 2002).  In most cell types, gene transcription of MMP‐9 is inducible, 
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and after translation the enzyme is immediately secreted through the normal secretory 
pathway.  It  is secreted usually  together with variable amounts of  its  inhibitor TIMP‐1 
and  with  the  more  constitutively  produced  MMP‐2.  However,  in  the  neutrophilic 
granulocyte,  transcription  of  the  MMP‐9  gene  occurs  only  in  the  latest  stage  of 
neutrophil  development  during  which  large  amounts  of  the  enzyme  are  stored  in 
granules. Therefore, MMP‐9 functions as a terminal differentiation marker of neutrophil 
development. The content of  these granules  is  rapidly  secreted after  stimulation with 
specific secretagogues. In addition, neutrophils do not make MMP‐2 or TIMPs, but are 
the only cell type to secrete a complex of MMP‐9 with NGAL. 
  The  literature  on  the  regulation  of MMP‐9  activity  is generally directed  toward 
gene transcription. Therefore, this aspect is covered first, through the description of the 
various  steps  influencing  transcription,  starting  from  the  gene  and  the  interacting 
transcription factors in association with the involved signal transduction pathways and 
the cytoplasmic adaptor mechanisms. The review of gene transcription closes with the 
cellular  receptors  and  ligands  that  trigger  transcription. Thereafter,  the  regulation by 
secretion, activation, inhibition, and glycosylation are discussed. 
 
2.3.1. Transcriptional Regulation of MMP‐9 
Functional cis‐Elements in the Promoter/Enhancer Regions of the MMP‐9 The 2.2‐kbp 
promoter sequence in the 5ʹ‐flanking region of the human MMP‐9 gene contains several 
consensus motifs  for  regulatory  elements  and  resembles more  the  promoters  of  the 
interstitial  collagenase  (MMP‐1)  and  stromelysin‐1  (MMP‐3)  genes  than  that  of  the 
MMP‐2 gene (Huhtala et al., 1990a; Huhtala et al., 1991). A TATA motif like sequence is 
located at position –29, but no CAAT motif  is  found  in  the MMP‐9 gene promoter. A 
GC box consensus sequence  for  the binding of nuclear stimulating protein‐1  (Sp 1)  is 
present  at  –563 bp  relative  to  the  transcriptional  start  site. A  retinoblastoma binding 
element  (RBE) GT box,  that  is also  recognized by Sp1,  identified  in human  (Sato and 
Seiki, 1993; Himelstein  et al., 1997) and highly conserved  throughout different species 
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(Sato et al., 1993; Campbell et al., 2001),  is  located more proximally at position –54 bp. 
Three additional units of GGGG(T/A)GGGG sequence or GT boxes have been detected 
(Sato et al., 1993). A consensus sequence of a TGF‐β1 inhibitory element (TIE) is located 
at –474 bp (Huhtala et al., 1991). Furthermore, the promoter contains (at least) four 12‐O‐
tetradecanoyl‐phorbol‐13‐acetate (TPA)‐responsive elements (TRE) or activator protein‐
1 (AP‐1) binding sites that potentially can bind members of the c‐Fos and c‐Jun families 
of transcription factors. The AP‐1 motif located at –79, and the more distal site at –209 
bp, are also highly conserved in various mammalian species (Sato et al., 1993; Campbell 
et al., 2001). The former was shown to be essential and sufficient for basal and c‐ Jun/c‐
Fos‐induced promoter activity  in HT1080  cells and osteosarcoma OST  cells  (Sato and 
Seiki, 1993), and mutation of this site abolishes all promoter activity (Gum et al., 1997). 
  Several  sequences  with  homology  to  the  polyomavirus  enhancer  A‐binding 
protein‐3  (PEA3),  which  are  recognized  by  the  products  of  the  Ets‐1  and  Ets‐2 
protooncogenes (Sato and Seiki, 1993), can be found in the MMP‐9 gene promoter (He, 
1996). All three PEA3 sites are situated in the region between positions –599 and –531, 
which has been reported to be required for basal activity of the MMP‐9 gene promoter 
(Sato and Seiki, 1993). The PEA3 elements  that are  localized at –541 and –571 bp, are 
responsible for activation by the Ets‐related protein E1AF (Higashino et al., 1995). 
  The MMP‐9 gene promoter  region contains a nuclear  factor‐κB  (NF‐κB) motif at 
position –600 that matches the subtype p65 NF‐κB binding site (Han et al., 2001) and is 
highly  conserved  throughout  species  (Sato  et  al.,  1993; Campbell  et  al.,  2001),  and  a 
second motif at –328 bp  that matches  the subtype p50 NF‐κB binding site  (Han  et al., 
2001).  In  addition,  two AP‐2 motifs  and  a microsatellite  segment  of  alternating  CA 
residues ((CA)n) are conserved between the human and mouse promoters (Huhtala et 
al.,  1991;  Sato  et  al.,  1993; Masure  et  al.,  1993; He,  1996;  Campbell  et  al.,  2001).  The 
possible  involvement  of  the  (CA)n  sequence  in  the  regulation  of  MMP‐9  gene 
expression  is  still  unclear.  In  one  study,  it  has  been  proven  to  be  a  transcription‐
activating domain in the MMP‐9 gene (Himelstein et al., 1998), whereas in other studies 
no functional importance has been found. 
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  Furthermore,  a  KRE‐M9  element  (5ʹ‐GCCTGTCAAG‐3ʹ)  has  been  identified 
recently between positions –66 and –57 bp. This element differs in only one base from a 
potential AP‐2 binding sequence  in  the human  involucrin gene promoter, namely,  the 
keratinocyte  differentiation  factor‐1  regulatory  element‐4  (KRE‐4).  Together with  the 
closely spaced AP‐1 site, it is important for MMP‐9 gene transcription upon stimulation 
with Ca2+ in human keratinocytes (Kobayashi et al., 2001). 
  Several  cis‐regulatory  regions appear  to  act  synergistically  in basal and  induced 
human MMP‐9 gene transcriptional responses. The AP‐1 element at –79 bp seems to be 
necessary  but  not  sufficient  for  cytokine‐  and  phorbol  ester‐enhanced MMP‐9  gene 
transcription  in  fibrosarcoma  cells  and  cooperates with NF‐κB  and  Sp1  elements  at 
positions  –600  and  –563,  respectively  (Sato and Seiki,  1993). Besides being absolutely 
required  for upregulation of MMP‐9 gene expression by TNF‐α  (Sato and Seiki, 1993; 
Hozumi  et al., 2001),  the NF‐κB motif at position –600 has also been demonstrated  to 
regulate  the  response  to  IL‐1β  (Yokoo  and Kitamura,  1996), Bcl‐2  (Ricca  et  al.,  2000), 
human  immunodeficiency  virus  (HIV)‐1‐Tat  (Kumar  et  al.,  1999),  the  metastasis 
suppressor KiSS‐1  (Yan  et  al.,  2001),  or  to  synergistic  combinations  of  cytokines  and 
growth  factors  (Bond  et  al.,  1998; Bond  et  al.,  2001),  and  to  act  in  concert with  other 
motifs, in particular AP‐1 sites (Sato and Seiki, 1993; Yokoo and Kitamura, 1996; Bond et 
al., 1998; Bond et al., 2001). The Ets responsive element (PEA3) at position –541 has been 
implicated in MMP‐9 gene promoter activation by c‐H‐ras (Gum et al., 1996; Himelstein 
et al., 1997), E1AF (Higashino et al., 1995), fibroblast cell contact (Himelstein et al., 1998), 
and epidermal growth  factor  (EGF)  (Watabe et al., 1998), and may  function  in concert 
with the TRE/AP‐1 element at position –533 bp (Gum et al., 1996; Himelstein et al., 1997; 
Watabe  et  al.,  1998).  These  two  cis‐elements  were  identified  previously  in  the 
collagenase  promoter  as  a  specialized  inducible  enhancer module,  and  defined  as  a 
‘TPA and oncogene‐responsive unit’ or TORU (Gutman and Wasylyk, 1990). The RBE (–
54) and AP‐1 (–79) elements are involved in MMP‐9 gene promoter activation by v‐src 
in fibrosarcoma cells (Sato et al., 1993), by c‐H‐ras in human adenocarcinoma cells (Gum 
et  al.,  1996),  and  by  c‐H‐ras/v‐myc  in  rat  embryo  cells  (Himelstein  et  al.,  1997). 
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Upregulated MMP‐9 expression by SK‐N‐SH neuroblastoma cells during spontaneous 
conversion from epithelial to neuroblast phenotype is regulated by the RBE and NF‐κB 
(–600 bp)  elements  (Farina  et  al.,  1999). Transient  transfection  experiments of deleted 
promoter constructs into human fibroblasts have indicated the presence of an enhancer 
sequence  in  a  region  between  –600  and  –500  bp, which  includes  Sp1, AP‐1, NF‐κB 
recognition elements and a PEA‐3 site, and regulates responsiveness of the MMP‐9 gene 
promoter  to TNF‐α  (He, 1996). Finally,  the proximal 670‐bp promoter, containing also 
the downstream AP‐1 (–79 bp) and RBE (–54 bp) cis‐elements besides NF‐κB, Sp1, and 
PEA3,  has  been  implicated  in  basal  transcriptional  activity  (Himelstein  et  al.,  1997; 
Vegeto et al., 2001). 
  In  general,  it  is  considered  that  full  activation  of  the  MMP‐9  gene  promoter 
depends on the concerted action of several trans‐acting factors and that the AP‐1 (–79) 
binding  site  is  an  indispensable  cis‐element.  The  signals  to  the NF‐κB  or  Sp‐1  sites, 
which are not present  in  interstitial  collagenase and  stromelysin‐1 promoters, are  the 
specific determinants for the inducibility of the MMP‐9 gene. 
Functional  Polymorphisms  in  the  Promoter/Enhancer  Regions  of  Human  MMP‐9  
Polymorphisms  in  the  gene  promoter  sequences  of  human  MMP‐9  have  been 
implicated  in  the  regulation of gene expression and susceptibility  to various diseases. 
Out of five identified sequence variants (Zhang et al., 1999a), the MMP‐9 gene promoter 
region on human chromosome 20 contains two polymorphic sequences with functional 
importance,  namely,  a  single  nucleotide  substitution  at  –1562  bp  and  a  (CA)n 
dinucleotide repeat at position –131 bp. 
  The  single  nucleotide  polymorphism  (SNP)  at  –1562  bp  is  due  to  a  C  to  T 
substitution (–1562 C→T). This base transition results in the loss of binding of a nuclear 
protein  to  this  region  and  an  increase  in  transcriptional  activity  in macrophages.  In 
these cells, the C/C genotype  leads to  low promoter activity, whereas the C/T and T/T 
genotypes  result  in  high  transcriptional  activity  (Zhang  et  al.,  1999b).  In  contrast, 
promoter activity did not differ significantly between –1562C and –1562T alleles when 
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evaluated  in  primary  amnion  epithelial  cells, WISH  amnion‐derived,  or  THP‐1  cells 
(Ferrand et al., 2002). 
  Similarly,  the  (CA)n microsatellite  polymorphism may  influence  transcriptional 
activity of the MMP‐9 gene promoter due to its localization close to the transcriptional 
start  site  and  several  important  transcription  factor binding  sites,  including  the TRE, 
Sp1,  and  NF‐κB  consensus  sequences.  Alternatively,  the  polymorphic  sequence  can 
alter DNA conformation and  thus modulate  transcriptional activity  (Himelstein  et al., 
1998).  Variation  in  the  length  of  the  repetitive  element  indeed modulates  promoter 
activity  in human HT1080  fibroblasts  in  in vitro reporter assays  (Peters et al., 1999),  in 
human esophageal squamous cell carcinoma  (SCC) cell  lines  (Shimajiri et al., 1999),  in 
293  cells  (Maeda  et  al.,  2001),  and  in  human  amnion  epithelial  and  WISH  amnion 
derived cells (Ferrand et al., 2002). The highest promoter activity has been observed in 
reporter constructs containing  the  (CA)21  (Shimajiri  et al., 1999; Maeda  et al., 2001) or 
(CA)23  (Peters  et  al.,  1999)  alleles, having  21  or  23  tandem  repeats,  respectively. The 
polymorphic promoter element has been shown to serve as a binding site for a sequence 
specific  DNA‐binding  protein,  with  the  strength  of  nuclear  protein  binding  being 
dependent on  the number of CA  repeats present  (Peters  et  al., 1999). The multiallelic 
(CA)n  microsatellite  in  the  MMP‐9  gene  promoter  region  exhibits  a  bimodal 
distribution of the allele frequencies in the American white (St Jean et al., 1995; Peters et 
al., 1999), Finnish (Yoon et al., 1999), Swedish, Belgian, Sardinian (Nelissen et al., 2000; 
2002a),  African‐American  (Ferrand  et  al.,  2002),  and  southern  English  population 
(Zhang et al., 2001), with the highest incidence of the (CA)14 allele and a second peak at 
the (CA)21, (CA)22, and (CA)23 alleles. This is in contrast to Japanese people, in whom 
the allele containing 21 repeats is the most prevalent, followed by the alleles (CA)22 and 
(CA)20 in one study (Shimajiri et al., 1999), or (CA)23 and (CA)22 in another (Maeda et 
al.,  2001).  In  the  two  last  studies,  none  (Maeda  et  al.,  2001)  or  only  few  individuals 
(Shimajiri  et  al.,  1999)  had  one  or  two  alleles,  respectively, with  14,  18,  or  19  (CA)n 
repeats. This comparison also underlines the fact that the (CA)16 and (CA)17 alleles are 
not present in American white, Asian, and Caucasian populations. 
58
  Genetic  studies were performed  to detect possible association of both  functional 
and  polymorphic  markers  in  the  human  MMP‐9  gene  promoter  with  several 
pathological conditions. The (CA)n microsatellite polymorphism was studied in relation 
to  abdominal  aortic  aneurysm  and  intracranial  aneurysm  in  case‐control  studies  in 
Caucasian populations. An association of  this genetic polymorphism with  intracranial 
aneurysm  has  been  found  in  only  one  study,  but  no  association  with  abdominal 
aneurysm has been detected  (St  Jean  et  al.,  1995; Yoon  et  al.,  1999; Peters  et  al.,  1999; 
Zhang  et  al.,  2001).  The  functional  –1562  C→T  SNP  has  also  been  found  not  to  be 
associated with  intracranial aneurysm  in England  (Zhang  et  al., 2001). Likewise, both 
(CA)n microsatellite  and  –1562  C→T  polymorphisms were  analyzed  in  case‐control 
samples and simplex  families of multiple sclerosis, but no association has been  found 
(Nelissen  et  al.,  2000  and  2002a). However,  the microsatellite  (CA)21  allele  has  been 
found  to  be protective  in  the development  and progression  of  overt  nephropathy  in 
Japanese  subjects with  type 2 diabetes  (Maeda  et  al., 2001), whereas  the  (CA)14 allele 
has been associated with significantly increased risk for preterm premature rupture of 
fetal membranes  in African‐American women  (Ferrand  et  al.,  2002).  Furthermore,  an 
association  of  the  C→T  single  nucleotide  polymorphisms  at  position  –1562  with 
severity  of  coronary  atherosclerosis  (Zhang  et  al.,  1999b)  and  with  the  area  of 
complicated  coronary  lesions  (Pollanen  et  al.,  2001)  has  been  observed  in Caucasian 
subjects.  In  this  later  study,  a positive  association  of  the promoter  activity  genotype 
with the risk of myocardial infarction has been detected. 
 
2.3.2. Transcriptional Regulation of Human MMP‐9 Gene Expression 
Cellular Sources and Inducibility  MMP‐9 is produced by selected cell types, including 
keratinocytes, monocytes, tissue macrophages, polymorphonuclear leukocytes and by a 
variety of malignant cells, whereas MMP‐2  is widely expressed  in most human  tissue 
cell types, circulating leukocytes, and tumor cells. The production of both gelatinases is 
stimulated  in  response  to  a  variety  of  inducers,  such  as  tumor  promoters,  growth 
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factors, cytokines, oncogene products, and physiological substances, such as metal ions, 
reactive oxygen species, or hormones. 
  This regulation is different between MMP‐9 and –2. Expression of most MMPs is 
normally  low  in  tissues  and  is  induced when  remodeling  of  the  extracellular matrix 
(ECM)  is  required.  The  differential  response  of  the  MMP‐9  and  MMP‐2  genes  to 
inducers  is related to differences  in the promoter sequences of the genes. The  location 
and  number  of  consensus  sites,  recognized  by  available  transcription  factors, 
determines gene transcription, and the promoter region of the MMP‐9 gene contains a 
set of such regulatory elements. 
  Accordingly, basal expression of MMP‐9, which is low in most cell types, is highly 
responsive to most, if not all growth factors and cytokines. Induced levels can be more 
than a 100‐ fold of the basal expression levels. This is in contrast with the MMP‐2 gene, 
of which  the  promoter  region  contains  only  few  conserved  cis‐elements. MMP‐2  is 
expressed  constitutively  by  most  cells,  at  least  in  vitro,  and  appears  to  be  only 
moderately induced or repressed (two‐ to fourfold) (Birkedal‐Hansen et al., 1993), or the 
gene is not responsive at all. Transcription is also regulated in a tissue‐specific manner 
(Frisch  and Morisaki,  1990; Marti  et  al.,  1993; Harendza  et  al.,  1995).  Therefore,  the 
MMP‐2 gene may be considered as a housekeeping gene, involved in the maintenance 
of normal extracellular matrix turnover. 
  It  should  be  noted  that  neutrophils,  in  contrast  to  other  cell  types,  show  a 
exceptional gelatinase expression pattern, in that the synthesis of MMP‐2 is completely 
absent,  whereas  MMP‐9  is  expressed  during  maturation  and  subsequently  stored 
within  secondary  or  tertiary  granules  (Cowland  and  Borregaard,  1999).  Therefore, 
stimulation of mature neutrophils does not result in significant upregulation of MMP‐9 
synthesis, but may induce release of the enzyme by degranulation. 
Regulatory MAPK Pathways  Most of the regulatory mechanisms mediated by soluble 
inducers,  such as growth  factors and  cytokines, occur primarily at  the  transcriptional 
level and are initiated by the binding of the stimulating factor to its cell surface receptor. 
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Signals  exerted  by  extracellular  stimuli  are  transmitted  to  the  nucleus.  A  major 
mechanism  for  this signal  transduction  involves activation of serine‐threonine kinases 
related  to  the mitogen‐activated  protein  kinase  (MAPK)  superfamily  (Robinson  and 
Cobb,  1997; Chang  and Karin,  2001).  In mammals,  the  involvement  of  at  least  three 
well‐characterized groups of MAPK family members have been identified, namely, the 
extracellular  signal‐regulated  kinases  (ERK)1/2,  the  c‐jun  N‐terminal  kinases/stress‐
activated  protein  kinases  (JNK/SAPK)1/2,  and  the  p38  proteins  (p38α/β/γ/δ).  These 
MAPKs  are  activated  through  sequential phosphorylation of  their upstream MAPKK 
kinases (MAPKKK) and MAPK kinases (MAPKK): respectively, c‐Raf and MAPK/ERK 
kinase 1/2  (MEK1/2, also known as MAPK kinase, MKK1/2)  for ERK1/2, MEK kinase 
(MEKK)1/2/3 and MKK4/ 7 (also called JNK kinase 1/2, JNKK1/ 2, respectively) for the 
JNK/SAPKs,  and  apoptosis  signal  regulating  kinase  1  (ASK1  or MEKK5)  or  TGF‐β‐
activated kinase 1 (TAK1) and MKK3/6 for the p38MAPKs. Each of these modules may 
be  regulated  by upstream  small  guanosine  triphosphatases  (GTPases),  including Ras 
and the members of the Ras‐related Rho family of small GTPbinding proteins/GTPases, 
Rac and Cdc42. The activated forms of Rac and Cdc42 typically are efficient activators 
of  the MAPK cascades  leading  to  JNK and p38 activation, whereas stimulation of Ras 
leads  to  activation  of  the  Raf‐ MEK‐ERK module.  In  general,  considerable  crosstalk 
exists between distinct MAPK cascades. Many MAPKs activate specific effector kinases, 
the  so  called MAPK‐activated  protein  kinases  (MAPKAPKs),  and  are  inactivated  by 
MAPK phosphatases (MKPs) that physiologically interact with MAPKKs. Only part of 
the MAPK pool that is recruited and activated on stimulation by extracellular inducers 
translocates to the nucleus and targets transcription factors that are prebound to DNA. 
Specific  substrate  recognition  by  the  MAPKs  is  determined  by  the  interactions 
involving distinct phosphoacceptor sites, composed of serine or threonine followed by a 
proline,  and  docking  sites  on  the  substrate.  Once  activated,  JNKs  phosphorylate 
activating  transcription  factor  (ATF)‐2  and  c‐Jun proteins,  and  thereby  enhance  their 
ability  to  activate  c‐jun  transcription without  affecting DNA  binding. Most MAPKs, 
especially  the ERKs, phosphorylate Ets  transcription  factors  that are  involved  in early 
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induction of c‐fos genes, whose products heterodimerize with Jun proteins to form AP‐1 
complexes.  Furthermore,  ERKs  act  on  c‐Fos,  and  cAMP  response  element  binding 
protein  (CREB).  The  p38  proteins  phosphorylate  and  enhance  the  activity  of ATF‐2, 
which  can  further mediate  c‐jun  transcription  through  complexing with  Jun proteins, 
and thus can affect AP‐1 activity. Due to the occurrence of cytokine mixtures in complex 
organisms,  the  so‐called  cytokine  soups, many  feedback  control  interactions  exist  for 
these  cascades.  In  general,  enzyme  cascades  amplify  signals,  and  therefore  it  seems 
unnecessary for all substrates and enzymes to become activated. In addition, to balance 
such chain reactions, compensation of kinases by phosphatases is provided as a shut‐off 
mechanism. 
  The classic ERK mitogenic cascade  is strongly activated after stimulation of cells 
with growth factors, serum, and phorbol esters. Additionally, this family of kinases has 
been  implicated  in diverse  cellular  responses,  such as  chemical or osmotic  stress,  cell 
differentiation, and migration. The  JNK/SAPK and p38MAPK  signaling pathways are 
only  weakly  activated  by  mitogens,  but  are  highly  stimulated  on  exposure  to 
inflammatory cytokines, such as TNF‐α and IL‐1, and a wide variety of environmental 
stress inducers. 
  Different  signaling  cascades are  involved  in MMP  regulation, depending on  the 
stimulus,  cell  type,  and  the MMP.  All  three MAPK  signaling  pathways  have  been 
demonstrated  to  be  involved  in  human  MMP‐9  gene  regulation.  Constitutive 
upregulation  of  MMP‐9  through  oncogenic  transformation  of  human  ovarian 
adenocarcinoma  OVCAR‐3  cells  by  v‐Ras  was  reported  to  be  mediated  through  a 
MEK1‐independent  signaling  pathway  (Gum  et  al.,  1996).  Basal  MMP‐9  protein 
expression  and  promoter  activity  seem  to  be  driven  by  the  three  MAPK  signaling 
cascades  and  rely on  the  activation of  the proximal AP‐1 motif  (–79 bp)  (Gum  et  al., 
1997; Crowe  et  al.,  2001;  Simon  et  al.,  2001). MAPK  activity was  essential  for MMP‐9 
expression  in  oncogenic  transformed  rat  embryo  cells  and  in  tumorigenic  SCC  cells, 
which display constitutive activation of both ERK and/ or JNK/SAPK (Gum et al., 1997; 
Himelstein et al., 1997; Simon et al., 1999). In the SCC cells, phorbol ester induced MMP‐
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9 secretion required stimulation of the p38 MAPK pathway (Simon et al., 1998; Simon et 
al., 2001). 
 Modulation of mRNA Half‐Life and Translational Efficiency   Modulation of mRNA 
half‐life  at  the  posttranscriptional  level  has  been  observed  to  be  involved  in  the 
regulation  of  gelatinase  gene  expression  in  response  to  inducers.  For  example, 
treatment  of  monocytic  precursor  U937  cells  with  phorbol‐12‐myristate‐13‐acetate 
(PMA)  stimulated  MMP‐9  expression  at  the  transcriptional  level,  and  subsequent 
exposure to bacterial lipopolysaccharide (LPS) increased the half‐life of MMP‐9 mRNA 
(Saarialho‐Kere et al., 1993). TGF‐β1 upregulated MMP‐2 in human gingival fibroblasts 
(Overall  et  al.,  1991)  and  MMP‐9  in  human  prostate  cancer  cell  lines  (Sehgal  and 
Thompson, 1999)  through  increased mRNA  stability.  In  the  latter  study,  the TGF‐β1‐
mediated induction of MMP‐9 mRNA levels was found to require de novo synthesis of 
mRNA‐stabilizing  proteins,  rather  than  decreased  levels  of  destabilizing  binding 
peptides.  This  posttranscriptional  mechanism  of  MMP  gene  regulation  may  be 
mediated  by  activated  MAPKs  that  remain  in  the  cytoplasm  and  interact  with 
cytoplasmatic  target  proteins  (Chang  and Karin,  2001).  In  a  recent  study,  in murine 
prostate  carcinoma  cells,  translational  efficiency  of  the MMP‐9 mRNA  in  polysomes 
was found to be cell line dependent (Jiang and Muschel, 2002). 
Transcriptional Control by Cytokines, Growth Factors, and Phorbol Ester   In specific 
cell  types, human MMP‐9  is  induced by multiple polypeptide  factors,  including EGF, 
platelet‐derived  growth  factor  (PDGF),  hepatocyte  growth  factor/scatter  factor 
(HGF/SF), basic  fibroblast growth  factor  (bFGF), TGF‐α, amphiregulin, TNF‐α,  IL‐1α, 
IL‐1β,  interferon  (IFN)‐α,  IFN‐γ,  and TGF‐β,  as well  as by phorbol  ester  stimulation. 
Phorbol  esters  mimic  the  activating  signaling  cascade  of  some  of  these  cytokines. 
Downregulation of MMP‐9 production  is generally observed with  IFN‐β,  IFN‐γ,  IL‐4, 
and IL‐10, and in some cell types with IFN‐α, IL‐1α, IL‐13, EGF, PMA, and TGF‐β. On 
the  contrary, modulation  of  human MMP‐2  expression  is  executed  by  only  a  small 
subset of these factors that act to increase or decrease MMP‐9 production. 
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  In general,  the main  inducers  that highly  enhance MMP‐9 production  and only 
slightly  alter MMP‐2  levels  are phorbol  esters,  growth  factors,  such  as EGF,  and  the 
proinflammatory cytokines IL‐1β and TNF‐α. In addition, TGF‐β, which downregulates 
most other MMPs, enhances the expression of both MMP‐2 and  ‐9. It should be noted 
that LPS  is also a very potent  inducer of MMP‐9 and 2  in vitro, which may act either 
directly or indirectly via cytokine stimulation on the regulation of gene expression. 
 Inducing Cytokines  Both IL‐1 and TNF‐α have been found to stimulate the production 
of most MMPs, including MMP‐9 (Okada et al., 1990b; Lefebvre et al., 1991; Saren et al., 
1996). MMP‐2  expression was  found  to  be  upregulated  only  in  fibroblasts,  smooth 
muscle  cells,  and CD34+  stem  cells, but  remained unaffected  in most  cell  types  after 
treatment with the individual cytokines. 
Signaling by  inflammatory cytokines, such as IL‐1β and TNF‐α, at  the nuclear  level  is 
considered to be mainly mediated through activation of the transcription factors NF‐κB 
and AP‐1 via  JNK/SAPK or p38 MAPK pathways  (Baud and Karin, 2001). Following 
receptor  activation, various  IL‐1  and TNF‐α  receptor  associated  factors  are  recruited, 
which  are  efficient  activators  of  JNKs  and  p38  MAPKs.  Phosphorylation  by  these 
MAPKs  activates  c‐Jun,  c‐Fos,  and ATF  subunits, which may  form  a  heterogeneous 
collection of dimeric AP‐1 transcription factors. 
  The  pathway  that  leads  to  activation  of  NF‐κB  in  response  to  inflammatory 
agonists  involves more upstream  components  of  the  JNK  signaling  cascade,  namely, 
MEKK1, MEKK2, and MEKK3, as well as the related MAPKKK, named NF‐κB‐inducing 
kinase  (NIK).  These  MAPKKKs  can  activate  the  IκB  kinase  (IKK)  complex,  which 
consists of the IKKα and IKKβ subunits, and site‐specifically phosphorylates IκB (Zhao 
and Lee, 1999). IκB is an inhibitor protein that retains the transcription factor NF‐κB in 
its  latent  form  as  a  complex  of  p50  (NF‐κB1)  and  p65  (RelA)  in  the  cytoplasm  of 
nonstimulated cells. Once phosphorylated,  IκBs are dissociated  from  the complex and 
proteolytically degraded by a  cytosolic adenosine  5ʹ‐triphosphate‐dependent protease 
complex, the 26S proteasome. 
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  After release, NF‐κB translocates to the nucleus and is modulated further through 
phosphorylation  by  protein  kinases,  such  as  p38 MAPK,  that  are  responsive  to  the 
stimulating  mediator.  At  this  point,  a  crosstalk  with  MAPK  signaling  pathways  is 
possible (Baud and Karin, 2001). 
  NF‐κB  and/or  AP‐1  have  been  shown  to  regulate  MMP‐9  gene  expression 
following  TNF‐α  treatment  of  osteosarcoma  cells,  fibrosarcoma  cells  (Sato  and  Seiki, 
1993), SCC  cells  (Ikebe  et al., 1998; Beppu  et  al., 2002), dermal  fibroblasts  (Bond  et  al., 
1998), vascular smooth muscle cells (Bond et al., 2001), salivary gland cells (Azuma et al., 
2000), bronchial epithelial cells (Hozumi et al., 2001), and human skin (Han et al., 2001), 
and  following  IL‐1 exposure  in human dermal  fibroblasts  (Bond  et al., 1998), vascular 
smooth muscle cells (Bond et al., 2001), and rat glomerular mesangial cells (Yokoo and 
Kitamura,  1996;  Eberhardt  et  al.,  2000b).  The  influence  of NF‐κB  on  TNF‐α‐induced 
MMP‐9 expression was substantiated further by the observation that pretreatment with 
synthetic proteasome inhibitors suppressed TNF‐α‐mediated NF‐κB activation, as well 
as MMP‐9 expression and cell migration of oral SCC cells (Ikebe et al., 1998). 
  The  JNKs are particularly  relevant  in  the TNF‐α and  IL‐1‐mediated  induction of 
AP‐1  activity,  although  the  p38  MAPKs  also  affect  AP‐1  activity.  Recent  studies 
implicate the activation of the ERK pathway in TNF‐α‐ and IL‐1‐ stimulated expression 
of MMP‐9.  For  instance, Genersch  et  al.  reported  that,  besides  activation  of  the  p38 
MAPK  pathway,  TNF‐α  induction  of MMP‐9  expression  in  endothelial  cells  is  also 
transmitted through sustained activity of ERK, independent of PKC and Ras signaling 
(Genersch et al., 2000). In another study, enhancement by TNF‐α of MMP‐9 production 
by  ras‐transformed  keratinocytes  was  found  to  be  dependent  on  p38  and  ERK1/2 
activity, with a role for JunB and c‐Fos‐containing AP‐1 transcription factors (Johansson 
et al., 2000). Sustained ERK activation was also found to play a role in the induction by 
IL‐1β  in  vascular  smooth  muscle  cells  and  was  dependent  on  IL‐1β‐stimulated 
superoxide  generation  (Gurjar  et  al.,  2001b). Dual  regulation  by  the  c‐Jun/AP‐1  and 
tyrosine kinase‐ NF‐κB pathways was demonstrated  to be essential, but not sufficient, 
for  the  induction  of  MMP‐9  by  IL‐1β  in  cultured  rat  mesangial  cells  (Yokoo  and 
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Kitamura,  1996),  and  a  functional  role  for  the  ERK,  JNK,  and  p38MAPKs  was 
substantiated in these cells (Eberhardt et al., 2000b). 
  Besides  IL‐1β  and  TNF‐α,  other  cytokines  have  also  been  shown  to  exert  their 
upregulatory  effect  on  gelatinase  expression  via  MAPK  signaling.  In  human 
monocytes/macrophages,  for  instance,  IL‐17 was  found  to  induce MMP‐9 production, 
which was related  in part  to autocrine stimulation by TNF‐α, but was  independent of 
IL‐1β.  The  IL‐17‐stimulated macrophage  signal  transduction  was  mediated  by  both 
ERK1/2 and p38 MAPK, and IL‐17‐ induced expression of AP‐1 and NF‐κB contributed 
to transactivation of the MMP‐9 gene promoter (Jovanovic et al., 2000). 
  Signaling via p38 MAPK was also observed to be required to upregulate MMP‐9 
secretion by both  rat glioma cells and human T cells after binding of  the chemokines 
stromal cell derived factor 1α (SDF‐1α) and macrophage inflammatory protein 1β (MIP‐
1β) to their receptors (Misse et al., 2001). 
Inhibitory Cytokines  A limited number of cytokines are consistently reported to exert 
an  inhibitory  effect  on  basal  or  stimulated MMP‐9  expression  in  various  cell  types, 
namely, IL‐4, IL‐10, IFN‐γ, and IFN‐β. Unlike the generally observed inhibitory effect of 
IFN‐β  and  IFN‐γ  on  MMP‐9  expression,  short‐term  treatment  of  highly  metastatic 
human melanoma  cells with  IFN‐α  and  IFN‐γ  (Hujanen  et  al.,  1994),  or  treatment  of 
human salivary gland cells with IFN‐γ alone or combined with TNF‐α (Wu et al., 1997), 
resulted in the upregulation of both MMP‐2 and ‐9. 
  The  Th2  cytokines,  IL‐4  and  IL‐10,  were  shown  to  inhibit  monocyte  and 
macrophage production of MMP‐9 at  the pretranslational  level  (Corcoran  et  al., 1992; 
Lacraz et al., 1992; Wahl and Corcoran, 1993; Mertz et al., 1994; Lacraz et al., 1995; Mertz 
et  al.,  1996). This  effect was observed  to be  cell  type‐specific  (Lacraz  et  al., 1995)  and 
resulted, in large part, from the inhibition of prostaglandin E2 (PGE2) synthesis, due to 
the  suppression  of  membrane‐bound  prostaglandin  H  synthase  (PGHS)‐2.  The 
underlying  mechanism  has  been  demonstrated  by  experiments  in  which  monocyte 
MMP production was inhibited by the cyclooxygenase inhibitor indomethacin, and this 
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suppression was  reversed  by  exogenous  agents,  such  as  PGE2  and  dibutyryl  cAMP 
(Bt2cAMP),  which  elevate  the  intracellular  levels  of  cAMP.  These  findings  further 
substantiated  the  requirement  of  PGE2  and  cAMP  stimulation  for  the  induction  of 
macrophage MMP synthesis. The  initial steps  in  the PGE2‐cAMP pathway  involve  the 
phosphorylation  and  activation  of  cytoplasmatic  phospholipase A2  (cPLA2)  by MAP 
kinases.  This  cPLA2  mediates  liberation  of  arachidonic  acid  from  membrane 
phospholipids, which is subsequently metabolized into prostaglandins, including PGE2, 
by PG synthase. PGE2  then activates adenylate cyclase resulting  in  increased  levels of 
cAMP.  cAMP  in  turn  elevates  the  intracellular  levels  of  ornithine  decarboxylase, 
resulting in the generation of the polyamine putrescine, which can interact with DNA. 
  Additional  events  are  cAMP‐mediated  activation  of PKA  and  transactivation  of 
the production of  c‐Fos,  c‐Jun, and CREB proteins  (Wahl and Corcoran,  1993). Other 
soluble  stimulatory  agents,  reported  to  exert  their  promoting  or  inhibitory  effect  on 
monocyte/macrophage  MMP‐9  expression  through  the  PGE2/cAMP‐dependent 
mechanism  are  IFN‐γ  (Wahl  et  al.,  1990),  ConA  (Wahl  and  Corcoran,  1993),  Vibrio 
cholerae  and Bordetella pertussis  toxin  (Corcoran  et  al., 1994), SPARC  (secreted protein, 
acidic  and  rich  in  cystein)  (Shankavaram  et  al.,  1997),  LPS  (Pentland  et  al.,  1995; 
Shankavaram et al., 1998), and IL‐17 (Jovanovic et al., 2000). 
  Besides the direct inhibition of PGE2 synthesis, both IL‐4 and IL‐10 suppress many 
other monocyte/macrophage functions, such as the production of IL‐1α, IL‐1β, TNF‐α, 
IL‐6,  IL‐8,  reactive  nitrogen  and  oxygen  intermediates,  and  class  II MHC  expression 
(Lacraz  et  al.,  1992;  de Waal  et  al.,  1993; Mertz  et  al.,  1994).  Because most  of  these 
products, for example, IL‐1 and TNF‐α (Smith et al., 1992), are capable of inducing PGE2 
formation and MMP production, they may indirectly be responsible for the suppressive 
effect  of  IL‐4  and  IL‐10  on MMP‐9  production  in monocytes/ macrophages.  In  cells 
other than monocytes/ macrophages, it is likely that IL‐4 and/or IL‐10 inhibit gelatinase 
expression by a PGE2/cAMP‐independent mechanism. Recently, IL‐4 was demonstrated 
to  suppress MMP‐9 gene  expression,  as well  as protein production  and  activation  in 
TNF‐α‐stimulated  SCC  cells.  Because  the  cytokine  also  partially  blocked  NF‐κB 
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activation in the TNF‐α‐stimulated cells, it was suggested that IL‐4 may suppress MMP‐
9  expression  in  tumor  cells,  and hence  block  tumor progression,  by  targeting NF‐κB 
signaling.  Interleukin‐10 did not  show a  similar effect  (Beppu  et  al., 2002).  In parallel 
with  IL‐4  and  IL‐10,  the  inhibition  of monocyte/macrophage MMP‐9  production  by 
IFN‐γ was also shown to result primarily from the suppression of eicosanoid synthesis 
(Wahl and Corcoran, 1993). While  IFN‐γ  is generally considered  to be an activator of 
monocyte/macrophage  function,  this  cytokine  also  suppresses  cPLA2  activity,  thus 
reducing the release of arachidonic acid needed for the endogenous synthesis of PGE2. 
Decreased PGE2 levels may then result in the observed IFN‐γ‐mediated downregulation 
of c‐fos mRNA, whose product, in complexing with c‐Jun, is an essential trans‐activating 
factor mediating MMP‐9 gene transcription. Another mechanism by which both IFN‐γ 
and  IFN‐β may exert  their effects on gelatinase  transcription  is based on  specific  IFN 
signaling. Type I (IFN‐α/β) and type II IFNs (IFN‐γ), synthesized by virus‐infected cells, 
and by activated T cells and NK cells, respectively, signal through distinct but related 
pathways. Both types of interferon implicate Janus‐protein tyrosine kinases (JAKs) and 
signal  transducers  and  activators  of  transcription  (STAT)  (Stark  et  al.,  1998).  In  the 
unliganded  IFN‐α/β  receptor,  subunit  IFNAR1 associates with  the  Janus kinase Tyk2, 
whereas  IFNAR2  associates  with  JAK1,  STAT1α,  and  STAT2.  Ligand‐induced 
dimerization  of  the  receptor  at  the  cell  surface  results  in  a  tyrosine phosphorylation 
cascade  inside  the  cell  that promotes  the  formation  of  STAT1α/STAT2  heterodimers. 
After the release of the activated heterodimers from the receptor, they are transported 
to the nucleus for DNA binding and stimulation of transcription. Together with p48, a 
member of  the  interferon  regulatory  factor  (IRF)  family, STAT1α and STAT2 can also 
form a heterotrimeric complex, known as latent cytosolic IFN‐stimulated gene factor 3 
(ISGF3). After  translocation  to  the nucleus,  ISGF3 binds  to  IFN‐stimulated  regulatory 
elements  (ISRE,  consensus  sequence  A/GGGAAANNGAAACT)  in  the  promoter  of 
target  genes.  A  similar  mechanism  regulates  the  cellular  response  to  IFN‐γ.  In 
unstimulated cells, the subunits of the IFN‐γ receptor, IFNGR1 and IFNGR2, associate 
with  JAK1  and  JAK2,  respectively.  Binding  of  IFN‐γ  to  the  receptor  subsequently 
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induces  oligomerization  of  the  receptor  subunits,  which  leads  to  the  trans‐
phosphorylation  and  activation  of  the  JAKs. Through phosphorylation,  the  activated 
JAKs  recruit  and  bind  two  latent  STAT1α  proteins  that  are  activated  and  dissociate 
from  the receptor as a homodimer. The active STAT1α homodimers  translocate  to  the 
nucleus, bind to specific gamma activated sequence (GAS) elements of IFN‐γ‐inducible 
genes, and stimulate their transcription. 
  The  presence  of  a  putative  GAS  element  in  any  of  the  gelatinase  promoter/ 
enhancers has not been  reported, while  the presence of  ISRE elements  in  the MMP‐9 
gene is not clear. The complete ISRE consensus sequence is not present, but incomplete 
ISRE sequences (at positions –509, –345, –295, and –151  in the MMP‐9 gene promotor) 
could possibly bind STAT‐dimers and mediate  the  stimulatory effects of  (IFN‐α and) 
IFN‐γ in melanoma cells (Hujanen et al., 1994). 
  Alternatively, STAT can also bind transcriptional co‐activators in IFN‐γ‐ or IFN‐β‐
regulated gene  transcription  (Ramana  et  al., 2000). This mechanism was  suggested  to 
contribute to transcriptional suppression of PMA‐ and TNF‐α‐mediated MMP‐9 mRNA 
induction  and  protein  synthesis  by  IFN‐γ  and  IFN‐β  in  a  variety  of  cells,  including 
human astroglioma cells,  fibrosarcoma cells, and primary astrocytes. Possibly,  the co‐
activators CREB‐binding protein (CBP)/p300, which interact with AP‐1 and NF‐κB, and 
are  important  for  optimal  MMP‐9  transcription,  were  recruited  away  from  the 
transcription complex by activated STAT‐1α (Ma et al., 2001). 
 Growth Factors   Whereas both normal and malignant  cells  respond  to most growth 
factors  with  increased  MMP‐9  production,  these  typically  fail  to  regulate  MMP‐2 
production  in any cell  type. This effect  is  frequently observed  in parallel with altered 
cellular function, including cell growth, differentiation, migration, and morphogenesis. 
The cellular  response  is  regulated by  receptor  tyrosine kinase  (RTK) activation and  is 
ligand dependent  (McCawley  et al., 1999). For example,  the activation of only a small 
subset of receptors of the EGF receptor and the HGF/SF receptor, by EGF, TGF‐α, and 
HGF/SF,  was  able  to  induce  MMP‐9  expression  in  keratinocytes  and  promote  cell 
motility, although multiple ligands are mitogenic for these cells (McCawley et al., 1998). 
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  The EGF receptor (EGFr or ErbB1) is a transmembrane protein with intrinsic RTK 
activity  that  is activated after binding of  ligand  (e.g., EGF, TGF‐α, amphiregulin). The 
activation  of  ErbB1  involves  homo‐  and  heterodimerization with  other  EGFr  family 
members,  such  as  ErbB2,  and  trans‐phosphorylation  of  receptors  at  tyrosine 
autophosphorylation sites. These sites serve as binding sites for Src homology 2 (SH2) 
domains of a variety of small adaptor proteins  that  link different proteins  involved  in 
signal  transduction,  such  as  Grb‐2.  Grb‐2  itself  forms  a  complex  with  the  guanine 
nucleotide‐releasing factor Sos via its SH3 domains. Thereupon, the Grb‐2/Sos complex 
is recruited to an activated RTK, thus translocating Sos to the plasma membrane, where 
it  is  close  to  its  target  protein  Ras  and  can  stimulate  exchange  of  guanosine  5ʹ‐
diphosphate (GDP) for guanosine 5ʹ‐triphosphate (GTP). Once in the active GTP‐bound 
state, Ras interacts with several effector proteins, such as Raf and phosphatidylinositol 
3‐kinase (PI‐ 3K). The Grb‐2/Sos complex  thus  links a variety of surface receptors  to a 
number of downstream Ras/MAP kinase signaling cascades. Within the MAPK family, 
the ERK and  JNK pathways are  typically activated by RTK dependent signaling, and 
thus  commonly  stimulated by growth  factors  (Schlessinger,  2000).  In  several  studies, 
growth factors  induced MMP‐9 expression via concerted and sustained ras dependent 
(Chen  et al., 1993)  JNK and ERK  signaling  (McCawley  et al., 1999; Zeigler  et al., 1999; 
Hauck et al., 2001). 
  For example, c‐Jun was found to be activated exclusively by a distinct JNKKJNK 
module,  independent of ERK, whereas c‐Fos expression was solely ERK‐dependent  in 
HGF‐ or EGF‐stimulated keratinocytes. Their coordinated and prolonged activation was 
necessary  to  generate  an  increase  in  production  of MMP‐9  (Zeigler  et  al.,  1999).  By 
analogy with  growth  factor‐induced  signaling,  invasive  behavior  of  tumor  cells  and 
coincident increase of MMP‐9 have also been observed to be regulated by the ERK‐ and 
JNK‐dependent signaling modules  (Lakka et al., 2000).  In recent studies, a role  for  the 
p38  MAPK  signaling  in  growth  factor‐induced  MMP‐9  expression  has  also  been 
demonstrated.  Indeed,  all  three MAPKs were  found  to  contribute  to  both  basal  and 
EGF‐upregulated MMP‐9  expression  in  human  ovarian  carcinoma  (Ellerbroek  et  al., 
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2001a). Furthermore,  augmented ERK  and p38 kinase  activities were  involved  in  the 
upregulation  of MMP‐9  protein  and mRNA  levels  by  PDGF  in  rat  arterial  smooth 
muscle cells (Cho et al., 2000), and by heregulin‐ β1 in human breast cancer cells (Yao et 
al., 2001). 
  Regarding the involved promoter cis elements, the closely spaced PEA3 (–541 bp) 
and AP‐1 binding  (–533 bp)  sites were  shown  to potentiate  activation  of  the MMP‐9 
gene promoter  in human breast tumor cell  lines  in response to EGF. The transcription 
factors Ets‐1 and Ets‐2 were shown to mediate this response (Watabe et al., 1998).  
Transforming  Growth  Factor‐β    Transforming  growth  factor‐β  is  a  multifunctional 
cytokine belonging  to  the TGF‐β  superfamily, of which  the  synthesis, activation,  and 
signaling  are  tightly  regulated  (Zhu  and  Burgess,  2001).  TGF‐β  is  synthesized  as  a 
biologically  inactive precursor protein, which  is a dimer containing  the mature TGF‐β 
and  the  pro‐domain,  called  TGF‐β  latency  associated  protein  (LAP).  Its  efficient 
secretion, correct folding, and deposition onto the ECM are mediated by a latent TGF‐β‐
binding protein (LTBP) that associates with the latent TGF‐β complexes and co‐secretes 
with  it.  The  activation  of  latent  TGF‐β  complexes may  occur  after  association with 
thrombospondin or  αvβ6  integrin, or by  the proteolytic action of  enzymes,  including 
plasmin, MMP‐2, and MMP‐9 (Yu and Stamenkovic, 2000). Active TGF‐β then binds to 
a preformed  heteromeric  receptor  complex  of  two distinct  type  I  and  type  II  serine/ 
threonine kinase receptors, TβRI and TβRII, and forces a reorientation between the two 
receptor  chains.  Reorientation  results  in  productive  interactions  between  the  kinase 
domains and formation of an active ligand‐receptor complex. 
  The  TβRII  subunit  of  the  complex  actually  binds  TGF‐β, while  TβRI  serves  to 
directly  bind  and  phosphorylate  downstream  intracellular  substrates,  called  Smads 
(Smad1/2/3/5/8),  at  the C‐terminus.  Smad6  and  7 may  inhibit  this  activating process. 
Once phosphorylated, Smad2 and 3 dissociate  from  the complex, each  forming a new 
complex  with  common  Smad4  that  subsequently  moves  into  the  nucleus.  Smad 
activation  and  nuclear  translocation  can  be  prevented  by  several  signaling  systems, 
such  as  ras‐MAPK.  In  the  nucleus,  Smad  complexes  associate  with  DNA  binding 
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transcription factors (e.g., AP‐1, ATF‐2), co‐activators (e.g., CBP/p300) or co‐suppressors 
(e.g.,  Ski,  SnoN)  to  regulate  target  gene  expression  (Zhu  and  Burgess,  2001).  Gene 
expression of most MMPs is inhibited by TGF‐β, which can be mediated by binding of a 
c‐Fos‐containing protein complex to the TIE, a cis‐acting element found in the promoter 
region of the MMP genes, with the exception of the MMP‐2 gene (Kerr et al., 1990). AP‐1 
sites  reportedly  cooperate  with  the  TIE  element  in  this  TGF‐β‐mediated  repression 
(Benbow  and  Brinckerhoff,  1997).  Another  mechanism  involved  in  TGF‐β‐induced 
downregulation  of MMP  expression  is  the  destabilization  of mRNA  (Rydziel  et  al., 
1997). 
  In contrast to the repressive effect of TGF‐β on most other MMPs, TGF‐β increases 
the  expression  of MMP‐9  in  human  peripheral  blood monocytes  (Wahl  et  al.,  1993), 
keratinocytes  (Salo  et  al.,  1991;  Johansson  et  al.,  2000),  bone‐metastatic  tumor  cells 
(Duivenvoorden et al., 1999), prostate cancer cells (Sehgal and Thompson, 1999), cervical 
epithelial  cells  (Agarwal  et  al.,  1994),  and  in  various  other  nontumorigenic  and 
tumorigenic  cell  lines. Transcriptional upregulation of  the gelatinase genes by TGF‐β 
has  also  been  reported  to  occur  by  altering  transcription  levels  or mRNA  stability 
(Brown et al., 1990; Overall et al., 1991; Greene et al., 1997; Sehgal and Thompson, 1999; 
Han et al., 2001). In fibroblasts MMP‐9 appears to be affected only by the combination of 
TGF‐β with other cytokines, and this finding was consistent throughout several studies. 
Furthermore,  both  gelatinases  seem  unresponsive  to  the  cytokine  in  smooth muscle 
cells  and MMP‐9  expression  can  even  be  inhibited  in  some  cell  types,  including  B 
lymphocytes, fetal neurons, fibrosarcoma, and osteosarcoma. 
  Upregulation  of  the  gelatinases  after  treatment with  TGF‐β was  dependent  on 
MAPK  signaling,  as  recently  reported  in  Ras‐transformed  human  epidermal 
keratinocytes.  In  these  cells,  activation  of  MMP‐9  expression,  as  well  as  slightly 
increased  MMP‐2  production,  was  observed  with  TGF‐β,  and  both  effects  were 
dependent on  the TGF‐β‐mediated  activation of p38 MAPK  and ERK1/2. By  analogy 
with TNF‐α stimulatory effects in these cells, TGF‐β also upregulated the mRNAs for c‐
jun,  junB,  and  c‐fos,  and  evidence  was  found  for  involvement  of  JunB  and  c‐Fos‐
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containing AP‐1 dimers in induced MMP‐9 expression. It was suggested that the effect 
of p38 MAPK on MMP‐9 expression involved stabilization of the transcripts (Johansson 
et al., 2000). 
Phorbol  Esters   While  the  expression  of MMP‐9  is  highly  upregulated  in many  cell 
types by phorbol esthers, constitutive MMP‐2 expression is not significantly altered by 
these  (Masure  et al., 1990 and 1991; Opdenakker  et al., 1991a and 1991b; Houde  et al., 
1993).  Phorbol  esters,  in  particular  phorbol  myristate‐acetate  (PMA)  which  is  an 
analogue  of  the  second  messenger  diacylglycerol  (DAG),  directly  activate  the 
serine/threonine  kinase  PKC  (Nishizuka,  1984).  Thereupon, most  PKC  isoforms  are 
translocated  from  the cytosol  to  the plasma membrane. Here, PKC can phosphorylate 
various substrates,  leading to enhanced, transient transcription of the early  immediate 
protooncogenes c‐fos and/or c‐jun (Houde et al., 1993) through the classic mitogenic Raf‐
MEK‐ERK  cascade.  By  subsequent  formation  of  the  protein  complex  AP‐1,  the 
expression of genes containing AP‐1 binding sites, such as MMP‐9, is activated (Masure 
et  al.,  1990; Mackay  et  al.,  1992). Analysis  of  the upstream mediators  of Raf  in PMA 
signaling in endothelial cells revealed that PKC, but not Ras, activates Raf. Therefore, it 
was  hypothesized  that  PMA  triggers  two  independent  signaling  pathways  that may 
lead  to  MMP‐9  expression,  the  PKC‐Raf‐MEK‐ERK  cascade,  and  another  pathway 
involving Ras, but not ending in ERK activation (Genersch et al., 2000). Although PMA 
has been regarded in the past as a specific ERK activator, it was demonstrated recently 
that this tumor promoter activates all three MAPK subfamilies, in particular p38 MAPK. 
In  an  SCC  cell  line,  PMA  could  induce MMP‐9  secretion  by  stimulation  of  the  p38 
MAPK pathway and  its downstream MAPKAPK‐2  (Simon  et al., 1998), and a  role  for 
p38α in the regulation of PMA induced MMP‐9 promoter activity was shown (Simon et 
al., 2001). 
  Although  the  transcription  factor AP‐1  is believed  to be a major mediator of  the 
effects of activated PKC (Angel et al., 1987), evidence exist that NF‐κB, Ets, and Sp1 are 
also involved in the regulation of MMP‐9 promoter activity by phorbol esters. Both the 
TRE (–79 bp) and the upstream binding element for Sp1 (–563 bp) contributed to MMP‐
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9 induction by PMA in fibrosarcoma, hepatoma, and osteosarcoma cells (Sato and Seiki, 
1993).  In  endothelial  cells,  PMA  was  found  to  require  the  synergistic  action  of 
transacting transcription factors binding upstream of the AP‐1 motif at position –533 bp, 
including NF‐κB, Sp1, Ets, and AP‐1 (Genersch et al., 2000). 
Synergistic  Induction    Compared  with  single  inducers,  combinations  of  cytokines 
and/or  growth  factors  are  generally more  efficient  in  stimulating  or  inhibiting  gene 
expression,  because  these  lead  to  additive  or  synergistic  modulating  effects.  The 
cooperation  between  two  agents  that  function  through  different  intracellular  signal 
transduction  modules,  such  as  growth  factors  and  cytokines,  are  generally  most 
efficient.  MMP‐9  gene  expression  has  been  observed  to  be  modulated  by  several 
positive  and  negative  synergisms  between  cytokines,  growth  factors,  and/  or  PMA 
(Lacraz et al., 1992; Marshall et al., 1993; Hanemaaijer et al., 1993; Unemori et al., 1994; 
Sato et al., 1996b; Zhang et al., 1998; Jovanovic et al., 2000; Han et al., 2001). For example, 
both TNF‐α and PDGF enhanced MMP‐9 mRNA and protein expression in rat arterial 
smooth  muscle  cells  and  had  a  synergistic  stimulatory  effect  when  combined.  The 
individual inducers acted via activation of p38 MAPK and ERKs, and the same MAPKs 
were  shown  to  contribute  to  the  synergistic  effect  (Cho  et  al.,  2000).  IL‐1α  or TNF‐α 
interacted  synergistically with  either PDGF or bFGF  to  stimulate MMP‐9  secretion  in 
rabbit and human dermal  fibroblasts. PDGF and bFGF  typically activated  the ERK1/2 
MAPK pathway,  leading ultimately  to  activation  of AP‐1, whereas  IL‐1α  and TNF‐α 
activated RTK‐independent pathways,  leading to the rapid activation of NF‐κB. When 
acting  together,  AP‐1  and  NF‐κB  synergistically  upregulated  MMP‐9,  whereas  the 
expression was  rather unaffected  by  the  individual  transcription  factors  (Bond  et  al., 
2001).  In  contrast  to  MMP‐9  and  in  line  with  the  limited  means  to  alter  MMP‐2 
expression by single stimulating factors, only additive effects on expression of MMP‐2 
by combined inducers are found in the literature (Unemori et al., 1994). 
Transcriptional Control by Cell Adhesion  Cell adhesion molecules are localized at the 
surface  of  the  interacting  cellular  partners  and  belong  to  distinct  protein  families, 
namely,  selectins, mucins,  integrins,  cell  adhesion molecules  of  the  immunoglobulin 
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superfamily,  and  cadherins.  Their  synthesis  and  cell  surface  expression  can  be 
upregulated under the influence of local stimuli, including cytokines. After stimulation, 
cell  adhesion molecules  on  one  cell  bind  to  their  respective  complementary  ligands 
presented on the other cell, facilitating the contact between both cells. 
  The selectins  (E, P, and L selectins) are composed of an extracellular N‐terminal 
lectin‐like  domain,  an  EGF‐like  domain,  and  variable  numbers  of  short  consensus 
repeats  that exhibit homology with complement regulatory proteins. The extracellular 
parts are followed by transmembrane and short intracellular sequences. The lectin‐like 
domains  are mainly  responsible  for  Ca2+‐dependent  specific  binding  of  glycosylated 
mucin‐like ligands (such as P selectin glycoprotein ligand‐1 via sialyl Lewisx). Integrins 
are  transmembrane heterodimeric glycoproteins comprised of α and β subunits. Most 
integrins bind ligands that are components of the extracellular matrix, but they can also 
bind to soluble ligands, such as fibrinogen, or to counterreceptors on other cells, such as 
intercellular adhesion molecules  (ICAMs). The cytoplasmatic domains of  the  β chains 
are  necessary  and  sufficient  to  target  integrins  to  focal  adhesion  sites  in  a  ligand‐
dependent manner, where they link to intracellular cytoskeletal complexes and bundles 
of actin filaments. 
  The  α  cytoplasmatic  domains  regulate  the  specificity  of  the  ligand‐dependent 
interactions.  Cell  surface  proteins  of  the  immunoglobulin  superfamily  consist  of  a 
variable number of related immunoglobulin‐like domains and bind mainly to integrins 
via  heterotypic mechanisms,  or  to  identical  Ig  superfamily members  via  homotypic 
interactions (e.g., platelet endothelial cell adhesion molecule [PECAM]‐1 and neural cell 
adhesion  molecule  [NCAM]).  Very  late  antigen  (VLA)‐4/vascular  cell  adhesion 
molecule (VCAM)‐1 adhesion is predominantly responsible for prolonged cell adhesion 
at  inflammatory  sites,  whereas  the  ICAMs  mediate  various  critical  intercellular 
adhesion  events  by  engagement  to  their  β2  integrin  (CD18)  receptors,  including 
lymphocyte  function‐associated antigen  (LFA)‐1  (CD11a/CD18), Mac‐1  (CD11b/CD18), 
and  p150,95  (CD11c/  CD18).  The  cadherin  family  is  composed  of  transmembrane 
proteins that share an extracellular domain consisting of repeats of a cadherin‐specific 
75
module. The classic cadherin subfamily, including N, P, R, B, and E cadherins, contain 
five  such modules and are primarily  calcium‐dependent homotypic  cell‐cell adhesion 
molecules. After cell‐cell adhesion, they  localize  in specialized sites, termed adherence 
junctions, where  they  establish  linkages with  the  actin‐  containing  cytoskeleton  via 
intracellular  proteins,  called  catenins,  which  bind  to  their  cytoplasmatic  domains 
(Juliano, 2002). Cell‐cell contact plays a fundamental role in the multistep progression of 
tumor cell invasion (Egeblad and Werb, 2002), as well as in the extravasation processes 
of  leukocytes  through  the  vascular  endothelial  basement  membrane  at  sites  of 
inflammation and subsequent invasion of the tissue (Springer, 1994). 
  In  leukocyte  extravasation,  which  may  be  initiated  after  exposure  to  a  local 
inflammatory trigger, the first cell‐cell contact occurs with low affinity and is mediated 
by  selectins  and  their  mucin  ligands.  These  multiple  and  reversible  protein‐sugar 
interactions  result  in  the  rolling  of  leukocytes  onto  the  endothelial  monolayer. 
Subsequently,  leukocytes  cease  to  roll  and  start  to  adhere more  firmly  through  the 
engagement  of  rapid  agonist‐activated  integrins,  including VLA‐4  (α4β1),  α4β7, LFA‐1 
(αLβ2) and Mac‐1, with  their counterpartners. After strong protein‐protein adhesion  to 
the endothelium, an irreversible process starts whereby leukocytes migrate through the 
endothelial  membrane.  This  involves  integrins  and  cell  adhesion  molecules  of  the 
immunoglobulin  superfamily,  such  as  ICAM‐1,  VCAM‐1,  and  PECAM‐1.  Cellular 
invasion depends on the cooperation between adhesive and proteolytic mechanisms. To 
move  through  the  ECM,  cells  must  first  adhere  to  it  via  cell‐extracellular  matrix 
contacts. The  first,  so‐called primordial,  contacts  are highly  labile, present  at  the  cell 
front heading  in  the direction of migration, and  involve anchoring onto  the basement 
membrane collagen type IV constituent. These contents are rapidly remodeled through 
the specific degradation of collagen type IV by the proteolytic action of enzymes, such 
as the gelatinases. Migrating cells subsequently establish new contacts with fibronectin 
of the extracellular matrix in the central part of the cells. These are called focal contacts 
and  possess  a  higher  affinity  than  the  primordial  contacts.  Both MMP‐9  and  ‐2  are 
actively  involved  in  this  cell migratory process  (Legrand  et  al.,  1999),  and  co‐localize 
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with  β1  integrin  that  are  incorporated  into  focal  contacts  (Partridge  et  al.,  1997). 
Numerous integrin‐associated protein partners also exist, such as the receptor for uPA 
and  the  tetraspanins, which appear  to be  important  in  tethering  extracellular matrix‐
degrading  gelatinase  activity  to  the  adhesion  sites  (Chapman,  1997;  Sugiura  and 
Berditchevski, 1999). 
  MMP‐9, which  contributes  to  extracellular matrix  remodeling  and  have  similar 
substrate specificity, can be induced in particular cell types following firm adhesion to 
endothelium and  to other  cell  types or matrix  components.  Indeed,  the expression of 
MMP‐9  is modulated  by  various  cell‐cell  contact  settings  in  vitro,  involving  human, 
murine,  bovine,  and  rat  cells.  Endothelial  cells  directly  upregulate  the  expression  of 
MMP‐9  in monocytes  (Amorino and Hoover, 1998; Mostafa et al., 2001) and  in T cells 
(Aoudjit  et  al.,  1998)  via  ICAM‐  1/LFA‐1  interactions  (Aoudjit  et  al.,  1998;  Lou  et  al., 
1999).  Activated  T  cells were  capable  of  inducing MMP‐9  expression  in monocytes 
(Lacraz et al., 1994b; Malik et al., 1996) and mast cells (Baram et al., 2001) through direct 
intercellular  contact.  In  addition,  the  interaction  of  CD40  on  monocytes  or  smooth 
muscle  cells with CD40  ligand  (gp39)  on  T  cells was  shown  to  stimulate monocytic 
(Malik et al., 1996) and smooth muscle cell (Schönbeck et al., 1997) MMP‐9 production. E 
cadherin‐mediated  cell‐cell  contacts were  involved  in  the  downregulation  of MMP‐9 
mRNA and protein levels in mouse SCC cells (Llorens et al., 1998). 
  Besides  in  vitro  experimental  settings  employing  direct  intercellular  contact  to 
investigate the influence of ligation of cell adhesion proteins on the expression of MMP‐
9, functional blockage or stimulation of cell surface adhesion receptors by their soluble 
or  solid‐phase  purified  antagonists  has  also  been  used. Neutralizing  antibodies  are 
generally employed to identify the participating adhesive proteins by competition in an 
existing  stimulatory  interaction,  whereas  recombinant  ligands  and  stimulatory 
antibodies may serve  to mimic specific cell‐cell encounters. The effect of  these  in vitro 
ligation  events  on  gelatinase  production  is  generally  in  good  agreement  with 
intercellular  interaction  studies,  and  it  appears  that  immobilization  of  recombinant 
protein  ligands,  leading  to effective adhesion and  clustering of adhesion  receptors,  is 
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often a critical step in promoting gelatinase gene expression (Romanic and Madri, 1994; 
Yakubenko  et  al.,  2000). The opposite has been observed  in  the  induction  of  integrin 
receptor aggregation with antibodies. Antibodies seem  to be more effective  in MMP‐9 
upregulation when presented  in  a  soluble  form  (Seftor  et  al.,  1992;  Seftor  et  al.,  1993; 
Larjava et al., 1993; Chintala et al., 1996; Ellerbroek et al., 1999). Exposure to immobilized 
anti‐integrin  antibodies  seems  to  result  rather  in  the  activation  of  latent  proMMP‐9 
(Stanton  et  al.,  1998; Ellerbroek  et  al.,  1999; Ellerbroek  et  al.,  2001b). Both  soluble  and 
immobilized ligands and antibodies were able to induce MMP‐9 expression (Larjava et 
al.,  1993; Huhtala  et  al.,  1995; Nelissen  et  al.,  2002b).  In  general, multivalent  ligand‐
receptor  interaction,  rather  than  simple  ligand  occupancy,  seems  to  be  required  for 
induction of MMPs (Bafetti et al., 1998). However, cellular responses to engagement of 
cell  adhesion  proteins  depend  not  only  on  ligand  presentation,  but  also  on  the 
phenotypic characteristics of the cells involved, that is, the state of receptor activation, 
the density  of  receptors  on  the  cell  surface,  and/or  the presence  of  specific  signaling 
pathways coupled to the adhesion receptor. Because the gelatinases play a major role in 
extracellular matrix turnover by degrading gelatin, collagen types IV, V, VII, X, and XI, 
elastin,  laminin,  fibronectin,  and proteoglycan  core protein,  the main  adhesive  event 
that  regulates  their  expression  is  the  contact  of  cells  with  extracellular  matrix 
components.  These  interactions  are  mediated  by  αβ  integrin  receptors  on  the  cell 
surface  that  recognize  specific  sequences  in  the matrix proteins,  such as  the Arg‐Gly‐
Asp  (RGD) motif  in  fibronectin  (Werb  et  al.,  1989).  For  example,  expression  of  both 
MMP‐9 and MMP‐2 was induced by intact fibronectin in lymphoid tumor cells (Esparza 
et al., 1999; Vacca  et al., 2001) and  in human SCC cells  (Thomas  et al., 2001a)  through 
mediation by the αv integrin subunit. 
  Additionally, both gelatinases were  induced  after  contact  of various  tissue  cells 
with different  intact extracellular matrix components.  In a number of studies, peptide 
fragments of  extracellular matrix  components  that were  shown  to act as a  ligand  for 
specific integrin receptors were employed for stimulation of integrin clustering, such as 
the RGD‐containing or connecting segment  (CS)‐1‐containing  region of  fibronectin, or 
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peptides  derived  from  the  α  chain  of  laminin.  These  peptides  resulted  in  different 
effects  on MMP‐9  and  ‐2  expression  (Turpeenniemi‐Hujanen  et  al.,  1986; Werb  et  al., 
1989; Kanemoto et al., 1990; Sang et al., 1991; Huhtala et al., 1995; Corcoran et al., 1995; 
Kapila et al., 1996; Esparza et al., 1999). Finally, culture of a variety of cells  in a  three‐
dimensional collagen gel stimulates the cellular activation of proMMP‐2 rather than its 
de  novo  expression,  and  induces  cell  surface  expression  of membrane  type‐1 matrix 
metalloproteinase  (MT1‐MMP)  in  a  coordinate way  (Fishman  et  al.,  1998; Haas  et  al., 
1998).  This  effect  can  be  mimicked  by  clustering  of  β1  integrin  receptors  with 
immobilized antibodies (Ellerbroek et al., 1999). It was also observed that the activation 
state of MMP‐9  is directly  influenced by  the characteristics of cell‐extracellular matrix 
binding, such as the density of the extracellular matrix (Yan et al., 2000) and its protein 
composition (Stanton et al., 1998). 
Various integrin‐mediated pathways for the production of MMP‐9 and ‐2 are activated 
during  tumor  development  to  facilitate  cell  invasion.  For  instance,  a  role  for  α3β1 
integrin  in maintaining MMP‐9 production by transformed epithelial cells (DiPersio et 
al., 2000) and mammary carcinoma cells (Morini et al., 2000) was found and was absent 
in normal primary keratinocytes  (Larjava  et  al.,  1993; DiPersio  et  al.,  2000).  Increased 
expression  of  the  β6  subunit  by  cells  derived  from  colon  carcinoma,  SCC,  ovarian 
carcinoma,  or  normal  keratinocyte  cultures was  found  to  be  associated with  higher 
secretion  of  both  gelatinases.  This  resulted  in  a  more  invasive  and/or  migratory 
phenotype, compared with cells expressing other αv integrin partners (Agrez et al., 1999; 
Thomas et al., 2001a; Thomas et al., 2001b; Ahmed et al., 2002a; Ahmed et al., 2002b).  
Signaling  Cascades    Upon  adherence  of  circulating  cells  to  other  cells  or  matrix 
proteins,  for  instance,  at  sites  of  vascular  injury,  engagement  of  specific  surface 
tethering molecules mediates outside‐in signaling and synthesis of gene products by the 
communicating cells. 
  The potential requirement of convergent signaling pathways for cells to synthesize 
MMPs  in  response  to adhesion has been demonstrated. For  instance,  the  coordinated 
interaction of monocytes with activated platelets and collagen synergistically  induced 
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the protein expression of MMP‐9. Multiple transcripts were generated when monocytes 
adhered  to ECM proteins via  β1  integrins and a  second  signal was  required  for  these 
mRNAs to be translated into the corresponding proteins (Galt et al., 2001). It also seems 
that  signals  transduced  through  the  same  integrin  receptor  after  engagement  of 
different ligands can lead to differential intracellular signals and MMP gene expression 
(Yakubenko  et  al.,  2000).  Specific  fragments  of  ECM  constituents may  differentially 
induce the expression of MMPs, by activating different integrin receptors (Kapila et al., 
1996). In contrast to in vitro adhesion systems, adhesion of leukocytes to corresponding 
extracellular  ligands  in  vivo  is  not  a  stationary  process,  but  initiates  a  migratory 
response  and  involves  signaling  that  is  produced  by  the  binding  of  various 
receptor/ligand pairs. Finally, the expression of numerous genes is modulated after cell 
adhesion, including those of cytokines and growth factors. Because MMP expression is 
regulated by  cytokines,  chemokines, and growth  factors,  transcriptional  regulation of 
MMP‐9  and  ‐2  in  response  to  adhesion may  occur  indirectly  via  these  stimulatory 
factors  and  may  involve  the  downstream  signaling  elicited  by  these  factors.  For 
instance,  the MMP‐2  level  in  the culture supernatants of human  renal carcinoma was 
increased  by  their  cultivation  with  mouse  kidney  or  lung  fibroblasts,  which  was 
demonstrated to be attributable partially to fibroblast TGF‐β (Gohji et al., 1994b). 
  Mast cell‐T cell heterotypic adhesion upregulated mast cell MMP‐9 expression, as 
well  as  expression  and  release  of TNF‐α, which was  shown  to  regulate  induction  of 
MMP‐9 expression (Baram et al., 2001). Thus, the overall mRNA production and protein 
output  is  a  concerted  cellular  response  that  results  from  a  crosstalk  between  all 
components of the migratory process. 
  Adhesion molecules that play a role in cell‐cell contact, including immunoglobulin 
cell  adhesion  molecules,  selectins,  and  cadherins,  have  all  been  linked  to  various 
signaling processes. The same signaling pathways  that are activated by growth  factor 
receptors seem to be used by the cell‐cell adhesion molecules. For example, exocytosis 
of latent proMMP‐9 from human neutrophils, induced by crosslinking of L‐selectin and 
Mac‐1,  was  partially  dependent  on  tyrosine  phosphorylation  (Wize  et  al.,  1998). 
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However,  a  considerable  number  of  distinct  mechanisms  exist  and  remain  to  be 
explored. A common observation is the crosstalk between the members of the different 
adhesion receptor families and integrin family members. 
  In contrast, significant insight into integrin signaling has accumulated during the 
last  decade. After  binding  of  integrins  to  extracellular matrix  components,  cells  are 
anchored  to  specialized  focal  contact  sites.  At  these  sites,  clustering  of  the  integrin 
receptors  is  observed  and  triggers multiple  signaling  cascades  that  directly  lead  to 
MAPK activation and regulate  target gene expression.  In one of  these cascades, cross‐
linking  of  integrins  may  result  in  tyrosine  autophosphorylation  of  a  non‐receptor 
protein tyrosine kinase (PTK), named focal adhesion kinase (FAK or pp125FAK). FAK is 
associated with  the  cytoplasmatic  tail  of  various  integrin  β  subunits  via  specialized 
cytoplasmatic proteins, including talin, vinculin, and paxillin. 
  The major tyrosine autophosphorylation site pTyr‐397 of FAK serves as a binding 
site for the SH2 domain of Src family PTKs, which phosphorylate additional tyrosines. 
This creates binding sites for other SH2 domain‐containing adapter proteins, such as PI‐
3K and the Grb‐2/Sos complex. Binding of Grb‐2/Sos at pTyr‐925 may lead to activation 
of  the  Ras  cascade  and  subsequently  to  activation  of  the  ERK1/2  pathway  (Juliano, 
2002).  Besides  FAK‐dependent  ERK  activation,  the  existence  of  a  distinct  FAK‐
independent  integrin signaling pathway has also been demonstrated  (Lin  et al., 1997). 
Another  pathway  of  ERK  activation  involves  the  association  of  certain  integrin  α 
subunits with the Src‐family kinase Fyn via the transmembrane protein caveolin‐1. Fyn 
becomes activated after binding and subsequently causes  tyrosine phosphorylation of 
the  small  adapter  protein  Shc,  which  contains  a  phosphotyrosine  binding  (PTB) 
domain. By association of the Grb‐2/Sos complex with Shc, the complex is recruited to 
the cell membrane. This  then  triggers Ras and  the downstream ERK cascade  (Juliano, 
2002). PI‐3K  activation, downstream  of Ras,  as well  as Ras‐independent mechanisms 
that signal via PKC upstream of Shc, may also activate ERKs (Clark and Brugge, 1995). 
  Besides activation of  the ERKs,  the  JNK and p38 MAPK cascades have also been 
reported  to be directly activated by  integrin engagement. Therefore,  integrins activate 
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small GTP‐binding proteins of  the Rho  family  that  regulate  focal adhesion  formation 
and actin skeleton organization (Clark and Brugge, 1995). Rho, in turn, activates PI‐5K 
and the JNK MAPKs, whereas other members of the Rho subfamily, Rac‐1 and Cdc42, 
activate  PI‐3K  (Lin  et  al.,  1997).  The  activation  of  p38 MAPK  can  also  be  triggered 
through  independent  pathways,  but  information  on  this  is  limited  (Juliano,  2002). 
Besides  directly  activating MAPKs,  integrin  signaling  pathways may  synergize with 
other pathways,  especially  those  of  growth  factor  receptors,  receptors  coupled  to G‐
proteins,  and  cytokine  receptors,  to  enhance  or  dampen  signals  elicited  by  each 
receptor. For instance, cell adhesion via integrin receptors leads to activation of several 
RTKs, via  co‐clustering with  the  receptors  for  insulin, EGF, PDGF, and FGF  (Juliano, 
2002).  Stimulation  of  MAPKs  ultimately  leads  to  activation  of  several  transcription 
factors, such as Ets‐ 1, AP‐1, and NF‐κB, which may subsequently be  involved  in  the 
transcriptional  regulation of  a number of ECM‐degrading  enzymes,  including MMPs 
and serine proteases. Signaling pathways that link activation of integrin receptors with 
MMP‐9 and MMP‐2 production are  still poorly understood,  sometimes contradictory, 
and need further clarification. For instance, contact between lymphoid tumor cells and 
fibronectin, mediated  by  αvβ3, was  found  to  rapidly  recruit  and  activate  cytoskeletal 
proteins,  the  tyrosine  kinases  FAK  and  pp60src,  the  adapter  protein Grb‐2,  and  the 
MAP kinase ERK2, which resulted in increased release of MMP‐9 and MMP‐2 (Vacca et 
al.,  2001).  In  contrast,  T  lymphocytes  in  contact  with  the  same  ECM  substrate 
transduced  inhibitory  signals  for  the  expression  of MMP‐9  and MMP‐2  through  the 
Ras/Raf/ERK  cascade, as well as  through p38 MAPK, whereas only Src‐type  tyrosine 
kinases were  observed  to  play  a  role  in  enhancing  expression  (Esparza  et  al.,  1999). 
Furthermore,  signaling  via PI‐3K was  involved  in  the  interaction  of  fibronectin with 
ovarian  cancer  cells  (Thant  et  al.,  2000),  but  not with  T  lymphocytes  (Esparza  et  al., 
1999). MMP‐9  secretion was observed  to be  induced  in a PKC‐dependent manner by 
enhanced expression of the growth‐promoting integrin αvβ3 in colon cancer cells (Niu et 
al., 1998; Niu et al., 2001) or after contact of fibroblasts with primary tumor cells (Segain 
et al., 1996), but not after cell‐fibronectin contact (Esparza et al., 1999; Thant et al., 2000). 
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The activation of ERK1/2 appears to be a constant requirement for enhanced expression 
of MMP‐9 in ovarian cancer cells in contact with ECM components via specific integrin 
ligation (Shibata et al., 1998; Thant et al., 2000; Ahmed et al., 2002a), but not in SCC cells 
(Vo  et  al.,  1998;  Tsang  and  Crowe,  2001).  Finally,  phospholipase D  and  its  product 
phosphatidic acid, which results from the hydrolysis of phosphatidylcholine and other 
phospholipids  (Liscovitch  et  al.,  2000),  were  shown  to  be  elicited  by  laminin  in 
metastatic  tumor  cells,  leading  to  induction  of  MMP‐2  and  enhanced  invasiveness 
(Reich et al., 1995). 
  In  addition  to  clustered  integrins,  FAK,  and MAP  kinases,  focal  contacts  also 
contain specialized cytoplasmatic proteins  (e.g.,  talin, vinculin, paxicillin)  that help  to 
bridge the gap between integrins and actin filaments of the cytoskeleton. These proteins 
attribute  to  integrin‐induced  remodeling  of  the  actin  cytoskeleton,  which  has  been 
proven  to  affect  both  upstream  and  downstream  events  in  the  RTK/Ras/MAPK 
pathway (Juliano, 2002). Alterations in actin cytoskeleton organization may be directly 
linked to the activation and regulation of de novo MMP‐9 and MMP‐2 production. This 
production was found to be controlled at least by signal transduction through PKC, PI‐
3K, and FAK, tyrosine kinases of the Src family, and p38 MAP kinases (MacDougall and 
Kerbel, 1995; Tomasek et al., 1997; Chintala et al., 1998; Sugiura and Berditchevski, 1999; 
Lambert et al., 2001). Upregulated MMP‐9 and ‐2 gene transcription after disruption of 
actin stress  fibers was  independent of Rho kinase and ERK1/2 activity  (Lambert et al., 
2001). 
  The  preferential  use  of  consensus  sites  in  the  gene  promoters  for MMP‐9  and 
MMP‐2  after  adhesive  interactions  has  not  yet  been  investigated  thoroughly.  As 
intracellular  signaling  elicited by  cell‐cell or  cell‐ECM  contact  ends  in  similar MAPK 
pathways  as  the  ones  used  by  cytokines  and  growth  factors,  the  same  transcription 
factor binding sites are expected to be  involved. A few studies that are related to cell‐
cell contact confirm this hypothesis. For example, PKC‐dependent induction of MMP‐9 
secretion after contact of fibroblasts with primary tumor cells was observed to require 
an  organized  actin  cytoskeleton  and  to  implicate  the  AP‐1  transcription  complex 
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(Segain et al., 1996). In addition, Ets (‐541 bp) and Sp1 (‐563 bp) recognition sequences in 
the upstream promoter region of the MMP‐9 gene has been found to be required for the 
full activation of MMP‐9 expression  in rat fibroblasts responding to tumor cell contact 
(Himelstein et al., 1998). 
Transcriptional Control by Hormonal Factors  Highly regulated MMPs control several 
physiologic processes, such as embryonic development, uterine involution, and wound 
healing, all which rely on turnover of matrix components. The latter processes are also 
modulated  by  hormones,  including  retinoids,  thyroid  hormone,  glucocorticoids, 
progesterone,  and  androgens.  These  kinds  of  agonists  penetrate  directly  through 
cellular membranes, bind to specific members of the nuclear receptor superfamily, and 
up‐  or  downregulate  transcriptional  activity  of  specific MMP  genes,  in  various  cell 
types  (Schroen  and  Brinckerhoff,  1996).  In  the  multistep  process  of  transcriptional 
regulation of MMP genes, hormones may enhance or suppress trans‐activation of MMP 
promoters, which occurs primarily at AP‐1 sites (Benbow and Brinckerhoff, 1997), alter 
transcription  of  TIMPs,  cytokines,  or  growth  factors  that  in  turn  regulate  MMP 
transcriptional activity, or bind  to co‐activators, co‐repressors, and components of  the 
general  transcription  apparatus  (Schroen  and Brinckerhoff,  1996). Many hormones or 
hormone‐mimicking compounds have been shown  to modulate expression of MMP‐2 
and ‐9 in different mammalian cell types in vitro. 
  Upregulation of MMP‐9 was induced by estradiol in mesangial cells (Potier et al., 
2001), although this hormone prevented LPS induced production of MMP‐9 in primary 
microglia cultures (Vegeto et al., 2001). In  line with a tight regulation by other factors, 
MMP‐9  appears  to  respond  positively  to  triiodothyronine  (Pereira  et  al.,  1999), 
parathyroid hormone, 1,25‐dihydroxyvitamin D3  (Meikle et al., 1992), and  the relaxins 
H1  and  H2  (Qin  et  al.,  1997a;  Qin  et  al.,  1997b).  In  contrast,  MMP‐2  expression  is 
consistently  upregulated  under  influence  of  17β‐estradiol  in  a  receptor‐dependent 
manner,  which  was  suggested  to  involve  the  promoter  AP‐2  consensus  site  and 
signaling via MEK1/ 2‐ERK activation (Wingrove et al., 1998; Guccione et al., 2002). 
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  The  production  of  both  gelatinases  has  been  demonstrated  to  be  inhibited  by 
dexamethasone (Shapiro et al., 1991; Xie et al., 1994b; Houde et al., 1996; Mautino et al., 
1997; Cha  et  al., 1998; Beppu  et  al., 2002), all‐trans‐retinoic acid  (Nakajima  et  al., 1989; 
Braunhut and Moses, 1994; Fisher et al., 1996; Fisher et al., 1997; Vo et al., 1998; Tsang 
and  Crowe,  2001),  and  progesterone  (Marbaix  et  al.,  1992)  in  various  cells. 
Dexamethasone,  a  synthetic  glucocorticoid  that  potently  downregulates  the  immune 
response, was  found  to  inhibit PMA‐induced MMP‐9 expression  in  fibrosarcoma cells 
by  promoting  translocation  of  the  glucocorticoid  receptor  from  the  cytosol  to  the 
nucleus,  which  downmodulates  AP‐1  trans‐activity  (Cha  et  al.,  1998).  Additionally, 
dexamethasone blocked TNF‐α‐induced MMP‐9  expression  in  SCC  cells by  targeting 
NF‐κB  (Beppu  et  al.,  2002).  Similarly,  methylprednisolone,  another  synthetic 
glucocorticoid, was shown to inhibit the expression of MMP‐9 in the injured spinal cord 
by  suppression  of  the  AP‐1  and  NF‐κB  transcription  cascades  via  a  glucocorticoid 
receptor mechanism  (Xu  et al., 2001a). The downmodulatory effect of  retinoic acid on 
MMP‐9 expression was attributed to reduced ERK1, Ets‐1 (Tsang and Crowe, 2001), and 
AP‐  1  activity  (Fisher  et  al.,  1996),  and  at  least  involved  the  Ets‐1  binding  sites  at 
positions –541 and –554 bp  in  the MMP‐9 gene promoter region. A crosstalk between 
retinoic acid and integrin‐dependent signaling was also observed (Vo et al., 1998; Tsang 
and  Crowe,  2001).  Retinoic  acid  has  also  been  observed  to  exert  a  synergistic 
stimulatory  effect  on  MMP‐9  expression,  in  combination  with  PKC‐modulating 
compounds  (Houde  et  al.,  1996).  In  addition,  transfection  experiments  of  human 
fibrosarcoma cells  revealed enhanced  transcription and basal promoter activity of  the 
MMP‐2 gene by a synergistic action of retinoic acid and dibutyryl cAMP. The distal AP‐
2  site  in  the  enhancer  element did not play a  role, but a putative CREB‐like  element 
(consensus sequence 5ʹ‐TGACGTCC‐3ʹ) at position –302 bp in the opposite strand could 
represent a functional mediator in this upregulation (Hasan and Nakajima, 1999). 
Transcriptional Control by Other Factors   Another  category of  regulators of MMP‐9 
gene  transcription  are  viral  gene  products  and  oncogenes. Many  of  these  stimulate 
MMP‐9  gene  transcription,  and  often  the  TRE  has  been  proposed  as  the  regulatory 
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interaction  site. Viral  induction of MMP‐9 was mentioned before  to  appraise  the  fact 
that  virus  infections  are  accompanied  by  cytokine  induction  in  vivo.  Cytokines  are 
involved,  from  the  first  day  onward,  in MMP‐9  gene  regulation  after  an  acute  viral 
infection, which most  often  resolves within  a week.  In  parallel  to  this,  specific  viral 
products may  also have direct  effects  on MMP‐2  and  ‐9  expression. Viral  oncogenes 
have  received much  attention  a  decade  ago. Currently  this  interest  has  switched  to 
tumor  and  metastasis  suppressors  and  to  the  regulation  of  TIMP  expression. 
Counterbalance of  the activity of MMP‐2 and  ‐9 by upregulation of TIMPs may be a 
way how some metastasis suppressors or tumor‐derived stimulatory factors (oncogene 
products) operate. 
  Similar direct effects, as with  the products of viral or oncogenes, have also been 
observed  with  bacteria  and  bacterial  products,  such  as  lipoarabinomannan  from 
Mycobacteria  and  LPS  from  Escherichia  coli,  with  parasitic  factors,  plant  products, 
including flavonoids and lectins, and with antibiotics. To date, LPS or endotoxin is the 
most potent natural  inducer of MMP biosynthesis and secretion by various cell  types. 
Both MMP‐9 and  ‐2 are stimulated at  the  transcriptional and protein  levels by LPS  in 
monocytes  and  macrophages.  LPS  forms  a  high‐affinity  complex  with  LPS‐binding 
protein  (LBP)  in  human  serum.  This  complex  then  binds  to CD14  on  the  surface  of 
monocytes  and  macrophages,  modulating  the  expression  of  LPS‐sensitive  gene 
products.  Intracellular  signaling  of  LPS‐stimulated  gene  expression  occurs  via 
activation of PI‐3K,  Jak‐STAT, MAPKs, and NF‐κB  (Sweet and Hume, 1996; Kim and 
Koh, 2000). Similar  to  induction with PMA, many of  the cellular signals mediated by 
LPS  are  PKC  dependent,  as was  observed  for  LPS‐enhanced MMP‐9  production  in 
mouse bone marrow‐derived mast cells (Tanaka et al., 2001). Furthermore, activation of 
human monocytes with LPS has been  found  to  result  in  the  increased production of 
MMP‐9 through a PGE2‐cAMP‐dependent pathway. 
  Tyrosine  phosphorylation  of  cPLA2  was  shown  to  be  one  of  the  initial  steps 
needed  in  this LPS‐induced  increase of MMP‐9  (Shankavaram  et al., 1998). Finally, as 
observed for TGF‐β‐inducing effects, LPS can also regulate gene transcription of MMP‐9 
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by modifying mRNA stabilization (Saarialho‐Kere et al., 1993; Yao et al., 1996). Again it 
is clear that indirect effects through cytokine induction have also been found with LPS 
as a bacterial product (McMillan et al., 1996b), and with lectins. 
  Since  the  mechanisms  of  MMP‐9  regulation  is  extremely  complex,  it  is  very 
sensitive  to efects of physical and  chemical  stressing of  cells. Thus,  it was  found  that 
reactive  oxygen  radicals,  UV‐  or  X‐ray  radiation,  shear  stress,  pH,  osmotic  effects, 
mitotic  spindle  inhibitors,  and  amyloid  formation  all  influenced  the balance between 
the MMP‐2  and  ‐9.  In  line with  this was  the  finding  that  Bcl‐2  transfection, which 
constitutes  a  regulation mechanism  for  apoptosis,  also  induced MMP‐9  (Ricca  et  al., 
2000). 
  In conclusion,  the  transcriptional regulation of MMP‐9 gene expression has been 
traced  back  to  the molecular  level  in many  studies  and  found  to  be  rather  complex. 
Many  cytokines  and  cytokine  inducers  regulate  the  production  of MMP‐9. Recently, 
hormones and cell adhesive effects have been added to a spectrum of soluble inducers. 
Within  the  context  of  living  organisms  these  effector  molecules  cooperate  and  are 
counterbalanced by the regulation of transcription of the more constitutive MMP‐2 gene 
and the TIMP genes. 
 
2.4. Regulation of the Secretion of MMP‐9 by Neutrophils 
  The  neutrophilic  granulocyte  is  an  inflammatory  cell  that  acts  as  a  first  line  of 
defense in response to simple alert signals. These cells function in innate immunity by 
phagocytosis  and  killing  of  foreign  invaders.  Killing  is  either  intracellular  or 
extracellular by virtue of, for example, oxygen and nitrogen metabolites, enzymes such 
as  lysozyme  and  antibiotic  proteins  such  as  defensins.  In  order  to  reach  the 
inflammatory  focus  as  first  line defense  cells, neutrophils  are  equipped with MMP‐9 
and other matrix metalloproteinases, such as neutrophil collagenase (MMP‐8). Because 
these  cells  have  a  turnover  of  only  a  couple  of  days,  they  die  in  the  periphery  by 
apoptosis,  and  they  are  rapidly  replaced  by  new  cells  originating  from  the  bone 
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marrow.  This  first  line  defense  cell  outnumbers  in  the  circulation  largely  the  other 
immune  cells  that  are  more  specialized  in  their  targeting  mechanisms  (e.g., 
lymphocytes) or  endowed with more  regulatory  functions  (monocytes/macrophages), 
with the circulating pool of neutrophils being as much as 75% of the white blood cells in 
man.  Its specialization  is evident  from a high degree of differentiation, as neutrophils 
synthesize and prepack MMP‐9 in granules. This allows fast (< 15 min) release of large 
amounts  of MMP‐9  after  appropriate  stimuli, without  the  need  of  transcription  and 
translation.  Cowland  and  Borregaard  (1999)  defined  MMP‐9  as  the  most  specific 
terminal marker of neutrophil differentiation, in addition to the fact that neutrophils do 
not produce MMP‐2 or TIMPs. This  implies  that  in  the  terminal differentiation of  the 
neutrophil  the genes  for MMP‐2 and TIMP‐1 are completely switched off.  In contrast, 
other leukocytes such as B and T lymphocytes (Weeks et al., 1993b; Trocmé et al., 1998) 
and monocytes (Opdenakker et al., 1991b), dendritic cells (Bartholomé et al., 2001) and 
natural killer  cells  constitutively produce MMP‐2,  can be  induced  for de novo MMP‐9 
synthesis, and also produce TIMP‐1 (Opdenakker et al., 2001). 
  In  neutrophils,  six  different  types  of  granules  can  be  distinguished:  dense 
peroxidase‐positive granules rich in defensins, light peroxidase‐positive granules low in 
defensins,  dense  peroxidase‐negative  granules with  lactoferrin  but without MMP‐9, 
intermediate  peroxidase‐  negative  granules with  both  lactoferrin  and  some MMP‐9, 
light peroxidase‐negative granules with MMP‐9 but without  lactoferrin, and secretory 
vesicles with alkaline phosphatase (Gullberg et al., 1997). Peroxidase‐ positive granules 
are also denominated as primary or azurophil granules. Secondary or specific granules 
are  identical  to myeloperoxidase  (MPO)‐negative,  lactoferrin–positive granules. MMP‐
9‐containing  granules,  without  lactoferrin,  are  also  named  tertiary  granules.  The 
different  granules  are  synthesized  subsequently  during  different  stages  of  myeloid 
differentiation  and  each  contains  specific  proteases  as  well  as  other  enzymes  and 
proteins  (Cowland and Borregaard, 1999). MMP‐9  is  synthesized mainly by  the band 
and segmented neutrophils, which represent late stages in myeloid differentiation. It is 
then stored in the proform mainly in the tertiary or light peroxidase‐negative granules 
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without lactoferrin. As a consequence, the concentration of MMP‐9 within the granules 
is  extremely  high.  The  fact  that  in  such  conditions  the molecules  of MMP‐9  do  not 
crystallize within the granules is possibly related both to the presence of the chaperone 
protein NGAL and the extensive glycosylation pattern of MMP‐9. 
  Since  MMP‐9  is  prepacked  in  granules  of  a  cell  that  is  developmentally 
incapacitated to synthesize MMP‐2 or TIMP‐1, it can be concluded that gelatinolysis by 
neutrophils,  for  example,  permeation  through  basement  membranes  is  mainly 
dependent on MMP‐9 and irreversible, as it cannot be controlled by neutrophil TIMP‐1. 
MMP‐9 thus contributes to the irreversible phase of leukocyte migration from the blood 
circulation.  This  irreversibility  previously  has  been  mainly  attributed  to  adhesion 
molecules (which may  induce MMP‐9). The major control  level of neutrophil  function 
consists of degranulation, and  the  liberation of prepacked MMP‐9. Hence,  the  factors 
that  induce  this  degranulation  are  crucial  to  understand  the  role  of  neutrophils  in 
pathophysiology. 
  The secretion of  the different neutrophil granules depends on  the stimulus. As a 
general  rule,  the  rank  order  of  exocytosis  is  secretory  vesicles,  MMP‐9‐containing 
vesicles, specific granules and azurophil granules (Sengelov et al., 1993), corresponding 
to  the  intracellular  Ca2+  increase  required  for  triggering  the  exocytosis.  Different 
exogenous and endogenous stimuli have been found to trigger degranulation, the most 
potent  one  is  probably  PMA.  The  bacterial  tripeptide  formyl‐methionyl‐leucyl‐
phenylalanine  (fMLP)  and  bacterial  lipopolysaccharide  also  induce  degranulation  of 
MMP‐9‐containing  and  specific  granules  (Opdenakker  et  al.,  1991a).  Among  the 
endogenous physiological regulators of degranulation, the chemotactic factors, such as 
leukotriene B4 (LTB4), complement‐derived C3a and C5a, and in particular chemotactic 
cytokines  or  chemokines,  are  crucial. All  chemotactic  factors  for  neutrophils  activate 
these  cells  via  a  common  pathway  using  serpentine  G‐protein‐coupled  receptor 
molecules.  Serpentine  receptors  are  rather  primitive  and  respond  to  simple  alerting 
signals  that  are  active  in  vision  (transducins),  olfaction,  stress  (adrenergic  receptors), 
and  chemotaxis  of  all  leukocyte  types.  These  common  receptor  pathways  in  host 
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defense are translated  in molecular terms for neutrophil functions by the receptors for 
complement  factors C3a  and C5a,  leukotrienes  (e.g.,  LTB4),  bacterial  formylpeptides, 
and chemokines. 
  Degranulation  of  neutrophil  MMP‐9  under  influence  of  chemokines  was  first 
documented for the chemokine  interleukin‐8 by Masure et al. (1991) and subsequently 
for granulocyte chemotactic protein‐2 (GCP‐2) (Proost et al., 1993b). In general, only the 
CXC chemokines containing the tripeptide ELR motif in front of the conserved CXC are 
active  on  neutrophils  and  trigger  directional  chemotaxis,  neutrophil  activation,  and 
degranulation of MMP‐9‐containing and specific granules (Wuyts et al., 1998; Masure et 
al., 1991). This degranulation may be upregulated by priming the neutrophils with TNF‐
α, whereas chemokine‐induced release of azurophilic granules was only possible after 
pretreatment  of  the  neutrophils with  cytochalasin  B  (Brandt  et  al.,  1992).  The  ELR‐
negative CXC‐chemokine platelet factor‐4 is shown to be able to trigger degranulation 
of specific granules, but only after priming of the neutrophils with TNF‐α (Petersen et 
al., 1996). In addition, positive or negative feedback mechanisms occur, because MMP‐9 
processes  different  chemokines,  resulting  in  potentiation  of  activity  (e.g.,  IL‐8)  or  in 
degradation (e.g., PF‐4) (Van den Steen et al., 2000). 
  To  investigate  whether  MMP‐9  is  necessary  and/or  sufficient  for  (neutrophil) 
chemotaxis in vivo various approaches have been followed: inhibition with monoclonal 
antibodies or gene knock‐out technology. Because the functional mouse homologue of 
the most potent human neutrophil chemokine (IL‐8) is GCP‐2, the physiological role of 
MMP‐9  has  been  studied  in  MMP‐9  knock‐out  mice  using  mouse  GCP‐2  as  a 
chemoattractant (D’Haese et al., 2000). It was found that MMP‐9 indeed functions in in 
vivo  chemotaxis,  but  that  its  role  is  compensated  for  during  ontogenesis when  it  is 
deleted  for  life.  Because  other  studies  have  not  or  only  partially  confirmed  this 
observation,  one  is  eagerly  waiting  to  discover  what  the  effect  of  GCP‐2  is  on 
chemotaxis in inducible gelatinase B knock‐out mice. 
  When MMP‐9  is produced and  secreted by neutrophils,  the monomeric  form of 
the  proenzyme  is  always  accompanied  by  two  other  forms:  a  homodimer  and  a 
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heterodimer  with  NGAL.  The  latter  molecule  was  purified  from  neutrophil 
supernatants  and  identified  by  amino  acid  sequence  analysis  (Kjeldsen  et  al.,  1993; 
Triebel et al., 1992). Its function remains unknown. NGAL is made by neutrophils as a 
monomer,  as  dimer,  and  as  complex with MMP‐9.  In  its  covalent  association with 
MMP‐9,  it may hypothetically  function, much  like  the  attached oligosaccharides  as  a 
shield  against  autocatalysis,  as protection  against other neutrophil proteases  as  these 
degranulate during host defense, and as a protection against protein crystallization  in 
the  granules  (Tscheche  et  al.,  2001).  As  the  lipocalin  has  been  shown  to  bind 
formylpeptides,  it  may  also  dampen  the  strong  and  irreversible  degranulation  of 
neutrophils by such bacterial peptides (Sengelov et al., 1994). 
 
2.5. Activation of ProMMP‐9 
  MMP‐9  is  synthesized  and  secreted  as  zymogen  or  proenzyme, which  remains 
inactive  unless  it  is  activated  by  the  removal  of  the  propeptide.  This  propeptide 
contains the conserved sequence PRCGXPD, of which the Cys  is coordinated with the 
catalytic Zn2+. After disruption of  this coordination,  for example, by proteolysis of  the 
propeptide,  a  conformational  change  occurs  and  the  Zn2+  becomes  accessible  for  a 
hydrolytic  water  molecule  and  for  the  substrate,  resulting  in  the  activation  of  the 
enzyme (Van Wart and Birkedal‐Hansen, 1990; Kleifeld et al., 2000). This mechanism is 
denominated  as  the  “cysteine‐switch mechanism”. Different  proteases  are  known  to 
activate MMP‐9, for example, the serine proteases trypsin (Masure et al., 1990; Duncan 
et al., 1998),  tissue kallikrein  (Desrivières et al., 1993), cathepsin G  (Sakata et al., 1989), 
mast  cell  chymase  (Fang  et  al.,  1996),  and  neutrophil  elastase,  which  is  present  in 
azurophilic granules of neutrophils  (Ferry  et  al., 1997). However, different MMPs  can 
also  activate  each  other,  resulting  in  the  creation  of  an  activation  cascade,  or maybe 
rather an activation network.  
  Two  major  protease  families  merge  into  the  MMP  activation  network:  the 
plasminogen  activator/plasmin  system  and  the  MT‐MMPs.  Plasminogen  can  be 
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converted  by  tissue‐type  plasminogen  activator  (t‐PA)  or  by  urokinase  (u‐PA)  into 
plasmin,  itself being an activator  for different MMPs. These MMPs can activate other 
MMPs, leading finally to the activation of MMP‐9, which is a terminal member (Cuzner 
and Opdenakker, 1999) of  the activation network as  can be derived  from. MT‐MMPs 
contain  the  furin‐sensitive motif  in  their propeptide, and might  therefore be activated 
intracellularly. The MT‐MMPs  can  activate  some  secreted MMPs  through  a  complex 
with TIMP‐2,  for  example, MMP‐2 or  collagenase‐3  (MMP‐13), both of which  in  turn 
can activate MMP‐9. 
  Proteolytic cleavage of the propeptide of MMP‐9 occurs in two steps, with a first 
cleavage at Gln40‐Met41 and a second cleavage at Arg87‐Phe88, as was shown for the 
activation by interstitial collagenase (MMP‐1), MMP‐2, stromelysin‐1, and collagenase‐3 
(Sang et al., 1995). The activation of MMP‐9 by stromelysin‐1 results  in a  further slow 
degradation of MMP‐9 by cleavage at Pro428‐Glu429 (Shapiro et al., 1995). The effect of 
TIMP‐1  on  the  activation  of  MMP‐9  by  stromelysin‐1  is  interesting.  When  the 
stromelysin‐1  concentration  is  lower  than  the  TIMP‐1  concentration,  stromelysin‐1  is 
inhibited  and  no  activation  occurs.  When  stromelysin‐1  is  present  at  a  higher 
concentration  than  that of TIMP‐1, MMP‐9 becomes  fully  activated,  as  the TIMP‐1  is 
displaced  from MMP‐9 onto stromelysin‐1  (Ogata et al., 1995). The presence of Ca2+  is 
also  important,  for example,  treatment of MMP‐9 with  trypsin  in  the presence of Ca2+ 
results in activation (cleavage at Arg87‐Phe88), but in the absence of Ca2+ degradation of 
MMP‐9 is observed (Bu and Pourmotabbed, 1995). 
  In  conclusion,  the  general  picture  of  the  activation  network  is  one  from 
plasminogen activation  toward activation of proMMP‐9 as  the  final step. A reciprocal 
activation,  from MMP‐9  to  plasminogen  activators,  seems  not  to  occur  (Ugwu  et  al., 
2001). 
  MMP‐9 and MMP‐2 were also shown to bind to insoluble elastin. When proMMP‐
9  is bound  to elastin,  it remains completely unaffected by any enzymatic activator.  In 
contrast, MMP‐2, bound  to  elastin,  seems  to undergo  a  fast  autoactivation  (Emonard 
and Hornebeck, 1997). The activation of MMP‐9 can also be performed by chemicals, of 
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which organomercurials  (e.g., 4‐aminophenylmercuric acetate or APMA) are  the most 
widely used. Treatment with organomercurials results in the stepwise fragmentation of 
the propeptide, yielding Met75 as final amino terminus of the enzyme, and in loss of the 
carboxyterminal  hemopexin  domain  if  Ca2+  is  present  (Triebel  et  al.,  1992).  Other 
chemicals known  to activate MMP‐9 are urea and detergents, which probably  induce 
the disruption  of  the  interaction  of  the Cys  in  the prodomain with  the  catalytic Zn2+ 
(Sopata and Maslinski, 1991). 
   It was also found that MMP‐9 can be activated by reactive oxygen species, such as 
hypochlorous  acid.  Reactive  oxygen  may  be  produced  by  activated  neutrophils, 
constituting a possible physiological pathway  for  the activation of neutrophil MMP‐9 
(Peppin and Weiss, 1986). 
  Finally, binding of proMMP‐9  to gelatin or  type  IV  collagen  can  already  confer 
some activity to the enzyme without proteolytic release of the propeptide (Bannikov et 
al., 2002). 
 
2.6. Inhibition of Gelatinase B by TIMP 
  Once  MMP‐9  is  secreted  and  activated,  its  activity  can  still  be  regulated  by 
degradation  or  inhibition.  MMP‐9  is  inhibited  by  α2‐macroglobulin,  the  universal 
protease‐inhibitor present in human serum (Birkedal‐Hansen et al., 1993). However, the 
more  specific  TIMPs  are  shown  to  be  important  in  regulating  the  activity  of MMPs 
(Murphy and Docherty, 1992). 
  TIMPs are stable glycoproteins with a relative molecular weight of 20  to 30 kDa 
and  they  contain  six  conserved  disulfide  bridges  (Murphy  and  Willenbrock,  1995). 
These  disulfide  bridges  define  six  protein  loops,  of  which  the  first  three  form  an 
aminoterminal  domain  and  the  others  comprise  a  carboxyterminal  domain.  These 
domains  fold  independently  from  each  other,  and  the  aminoterminal  domain  can 
function  without  the  carboxyterminal  domain.  TIMP‐1  is  glycosylated  at  two  sites, 
while TIMP‐2 and ‐3 are not glycosylated. Four different TIMP genes and proteins have 
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been  described  in man,  of which  TIMP‐1  binds with  high  affinity  to MMP‐9, while 
TIMP‐2 and ‐3 have lower affinity. TIMP‐2, ‐3, and ‐4 bind with high affinity to MMP‐2. 
TIMP‐1 is an inducible protein, in contrast to TIMP‐2, which is constitutively expressed 
(Gomez et al., 1997). The inhibition by TIMPs follows a slow tight binding kinetics and 
is highly complex as different binding sites for TIMPs are present on both gelatinases. 
Not only the activated MMP‐9 can bind to different TIMPs, but the proenzyme  is also 
able to bind TIMP‐1 and TIMP‐3 (Olson et al., 1997), whereas proMMP‐2 binds to TIMP‐
2,  ‐3,  and  ‐4  (Olson  et  al.,  1997;  Butler  et  al.,  1999;  Bigg  et  al.,  1997).  The  interaction 
between  proMMP‐9  and  TIMP‐1  seems  to  occur  mainly  through  the  C‐terminal 
domains of both molecules, because a C‐terminal deletion mutant of TIMP‐1 does not 
bind to proMMP‐9 (Murphy et al., 1991) and C‐terminal mutants of MMP‐9 also do not 
bind TIMP‐1  (Goldberg  et al., 1992). Complexes of proMMP‐9 and TIMP‐1 are able  to 
inhibit  other MMPs  by  the  formation  of  a MMP‐9/TIMP‐1/MMP  complex,  indicating 
that the inhibitory N‐terminal domain of TIMP‐1 is still available for interaction in the 
proMMP‐9/TIMP‐1 complex (Ogata et al., 1995). 
  Inhibition of the activated MMP‐9, on the other hand, occurs through  interaction 
between  the N‐terminal domains of TIMP‐1  and  the  active  site of  the  enzyme,  as C‐
terminal  deletion mutants  of  TIMP‐1  retain  their  inhibitory  activity  against MMP‐9 
(Murphy  et  al., 1991). C‐terminal deletion mutants of MMP‐9,  lacking  the hemopexin 
and collagen  type V domains, are  less effectively  inhibited by TIMP‐1,  indicating  that 
the C‐terminal part  is  also  involved  (O’Connell  et  al.,  1994). The C‐terminal domains 
seem  to  be  responsible  for  high‐affinity  interaction with  TIMP‐1 with  a  dissociation 
constant  in  the nanomolar  range.  In contrast,  the N‐terminal domains are  responsible 
for low‐affinity interaction with a dissociation constant in the micromolar range (Olson 
et al., 1997). Interaction of MMP‐9 with TIMP‐2 is mediated by the N‐terminal domains 
of  the  enzyme  and  not  by  the hemopexin domain,  as deletion  of  the  latter does  not 
affect the binding of TIMP‐2 to MMP‐9. Moreover, the inhibition of MMP‐9 by TIMP‐2 
is less effective than by TIMP‐1 (O’Connell et al., 1994). Also, no interactions of TIMP‐2 
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with proMMP‐9 were observed,  in contrast  to  the binding of TIMP‐2 with proMMP‐2 
(Olson et al., 1997). 
TIMP‐3 is an insoluble ECM‐bound MMP‐inhibitor with, like TIMP‐2, a higher affinity 
for  MMP‐2  than  for  MMP‐9.  It  can  bind  to  both  progelatinases  and  activated 
gelatinases,  and  the  carboxyterminal domains of both  enzymes  are  important  for  the 
interaction with TIMP‐3  (Butler  et al., 1999). Also, negatively charged polysaccharides 
were  shown  to  influence  the  interaction  of  TIMP‐3  with  gelatinases.  Interestingly, 
TIMP‐1 was shown to possess completely different activities besides MMP inhibition. In 
fact,  it was  first  isolated  possessing  erythroid  potentiating  activity  (Docherty  et  al., 
1985). Later  it was also shown  to stimulate the growth of keratinocytes  (Bertaux et al., 
1991), gingival fibroblasts and the Burkitt lymphoma cell line Raji, allowing the growth 
of the latter two cell types in basal media without serum (Hayakawa et al., 1992). These 
and other biological  functions of TIMPs have been  reviewed elsewhere  (Gomez  et al., 
1997). It  is an acceptable hypothesis  that  these effects may be ascribed  to  inhibition of 
the degradation of autocrine or paracrine growth factors by gelatinases or other MMPs. 
 
2.7. Other Mechanisms for the Regulation of MMP‐9 Activity 
  Other  regulation  mechanisms  of  MMP‐9  action  are  less  well  understood.  For 
instance,  the  significance  of  the  already  discussed  homodimerization  and  covalent 
complex  formation  with  NGAL  is  not  yet  clear,  although  it  was  shown  that 
dimerization has an  influence on  the activation  rate  (Olson  et al., 2000). Glycosylation 
may also deserve a  regulatory  role, yet  to be  further explored. Both N‐ and O‐linked 
glycans have indeed been shown to influence the functions of glycoproteins (reviewed 
in Rademacher et al., 1988; Rudd and Dwek, 1997; Van den Steen et al., 1998a). Further 
studies on  the  functional  roles of  the oligosaccharides of MMP‐9 are  in progress and 
show that the sialic acids of MMP‐9 have an influence on the binding with TIMP‐1 (Van 
den Steen et al., 2001). 
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  Another interesting observation is that MMP‐9 binds to different isoforms of CD44 
at the cell surface (Bourguignon et al., 1998; Yu and Stamenkovic, 1999). This provides a 
means  to  localize  the proteolytic activity  to cell membranes and  to prevent undesired 
activity  at  distant  sites.  For  example,  the  process  of  cell membrane  localization was 
found  to have an essential role  for u‐PA, and a specific u‐PA membrane receptor was 
found (Ploug et al., 1991; Roldan et al., 1990). Moreover, it was found that the expression 
of CD44 is correlated with the metastatic potential of cancer cells, as is also the case for 
the expression of MMP‐9 (Bourguignon et al., 1998; Himelstein et al., 1994). The α2(IV) 
chain  of  collagen  IV,  present  close  to  the  cell  surface  as  a  single  chain,  also  binds 
proMMP‐9  (Olson et al., 1998). However,  it  is not yet clear whether  this α2(IV) single‐
chain  collagen  is  really  associated  with  the  cell  membrane  or  rather  with  the 
surrounding  extracellular matrix  or  is  its  function  known. As  a  comparison, MMP‐2 
associates  to  cell  surfaces  by  a  number  of  different mechanisms.  It  can  bind  to  the 
integrin αvβ3 through its carboxyterminal hemopexin‐like domain (Brooks et al., 1996) or 
to MT1‐MMP‐associated tissue  inhibitor of metalloproteinase (TIMP)‐2 (Strongin et al., 
1995). Unbound MT1‐MMP may be responsible for the activation of proMMP‐2 in this 
ternary complex (Kinoshita et al., 1998) and of the αvβ3‐bound MMP‐2 (Hofmann et al., 
2000). Via its fibronectin type II‐like collagen‐ binding domain, the enzyme can bind to 
cell‐associated  chains  of  collagen  types  I,  IV,  and V,  and  elastin,  forming  a MMP‐2‐
collagen‐β1 integrin complex (Steffensen et al., 1998). For example, inactive MMP‐2 was 
found  to  be  bound  to  fibroblast‐associated  collagen,  which  could  be  displaced  by 
fibronectin  after  contact with  breast  cancer  cells,  resulting  in  release  of  the  enzyme 
(Saad  et  al.,  2002).  Retaining  of  gelatinase  activity  at  the  cell  surface  through  the 
formation  of  these  cell  adhesion  receptor/gelatinase  complexes was  demonstrated  to 
promote  collagen degradation  and  the  invasive  capacity of  the  cells. These processes 
may be further potentiated by enhanced de novo MMP‐2 production that was found to 
be induced by αvβ3 and CD44 (Seftor et al., 1992; Takahashi et al., 1999). ProMMP‐9 can 
bind to interstitial procollagenase, resulting in a stable complex (Goldberg et al., 1992). If 
TIMP‐1 is added, this complex is displaced, resulting in the formation of a complex of 
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TIMP‐1 with  proMMP‐9,  and  in  the  release  of  procollagenase.  However, when  the 
MMP‐9‐collagenase  complex  is  activated  (e.g., by  stromelysin), TIMP‐1  can bind  and 
inhibit the complex without disrupting it. This is in accordance with the finding that the 
complex  is  formed  through  the carboxyterminal domain of MMP‐9  (Allan et al., 1995) 
and  with  the  observed  interaction  of  proMMP‐9  with  TIMP‐1  through  the  same 
carboxyterminal domain. The activated complex of MMP‐9 and  interstitial collagenase 
is  able  to  degrade  completely  fibrillar  collagen  (Goldberg  et  al.,  1992). When  resting 
neutrophils are primed by moving from the blood stream into an inflammatory site or 
by exposure to LPS, they release MMP‐9 (Masure et al., 1991) and become responsive to 
galectin‐3  (oxidative  burst)  (Karlsson  et  al.,  1998;  Almkvist  et  al.,  2001).  Galectin‐3, 
expressed  at  high  levels  by  inflammatory macrophages  and,  at  lower  levels  by  the 
neutrophils themselves and other cells, may modulate the function of MMP‐9 as well as 
the neutrophils en route  to and at  the  inflammatory site. For example, galectin‐3 may 
mediate binding of neutrophils and MMP‐9  to  laminin, another  ligand  for galectin‐3. 
Upon binding to terminal galactose in laminin, galectin‐3 forms dimers (Ochieng et al., 
1998) providing a second lectin binding site. This site can be occupied by MMP‐9 via the 
terminal Galα1‐  3GlcNAc, Galβ1‐4GlcNAc  or Galβ1‐  3GalNAc  residues  on N‐  or O‐
linked glycans that are ligands for galectin 3 (Jin et al., 1995; Woo et al., 1990; Massa et 
al., 1993; Kuwabara et al., 1996). This binding may augment the presentation of MMP‐9 
and initially restrict its diffusion from the inflammatory sites in the extracellular matrix 
at which it is secreted. However, MMP‐9 cleaves the Ala62‐Tyr63 bond in galectin 3 that 
has been proposed to be involved in the homodimerization of galectin‐3 (Ochieng et al., 
1994).  These  data  suggest  that  although  the  cleaved  galectin  fragment  binds  more 
strongly  to  the  sugars,  the  homodimeric  galectin  3‐mediated  binding  of MMP‐9  to 
laminin may only be short‐lived. 
  Insight  into  MMP‐9  protein  levels,  regulated  at  the  level  of  transcription, 
translation, and secretion, is clearly not enough to gain insight in its activity. Therefore, 
care should be taken when interpreting the results of ELISA and zymography analyses 
of biological  fluids, and  these should be complemented with activity  tests.  In  fact,  the 
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presence  of  the  MMP‐9  protein  does  not  necessarily  indicate  MMP‐9  activity.  For 
instance, most cell types secrete MMP‐9 together with TIMP‐1, and whether this results 
in gelatinase activity depends on the balance between the enzyme and its inhibitor and 
on the activation status of the enzyme. Again, neutrophils form a particular exception, 
as  they  do  not  produce  TIMP‐1  or MMP‐2  and  as  they  can  activate  the  proenzyme 
themselves (Opdenakker et al., 2001a; Peppin and Weiss, 1986). Insight into this balance 
between MMP‐9  and TIMP  and  the  activation  status,  together with  other  regulatory 
mechanisms such as cell surface localization, are crucial to understand the role of MMP‐
9 in different physiologic and pathologic processes. 
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CHAPTER III 
MMP‐9 IN ACUTE SUPERIOR MESENTERIC 
ISCHEMIA‐REPERFUSION 
 
 
 
3.1. Introduction 
  Intestinal  ischemia‐reperfusion has been described  as  a  localized pathology  that 
often  leads  to systemic  inflammation and multiple organ dysfunction  (Mitsuoka et al, 
2002).   Many studies have demonstrated that intestinal ischemia‐reperfusion generates 
several  inflammatory mediators  (reviewed  in  Chapter  I).    Several  lines  of  evidence 
point  that  additional  inflammatory  mediators  may  be  produced  during  intestinal 
ischemia‐reperfusion by proteolytic  cleavage of  the  extracellular matrix  (Kistler  et  al, 
2000a, 2000b).  These hypotheses parallel those of other studies suggesting that protease 
digestion  of  extracellular  matrix  proteins  may  reveal  hidden  bioactive  epitopes  or 
inflammatory mediators, collectively termed matricryptic sites (Davis et al, 2000). 
  Matrix metalloproteinases  have  been  implicated  in  a  variety  of  cardiovascular 
pathologies.    Recent  studies  have  demonstrated  that  infiltrating  neutrophils  release 
matrix metalloproteinase‐9 after myocardial  ischemia‐reperfusion,  resulting  in a more 
robust  extracellular matrix  turnover  (Lindsey  et  al,  2001).   Others  have  shown  that 
inhibition of matrix metalloproteinases during hepatic  ischemia‐reperfusion decreases 
morphological  injury  in  the  liver  (Curcio  et  al,  2002).    Investigations  have  also 
demonstrated that pancreatic trypsin potentiates the activity of the metalloproteinases, 
enhancing  the  pathogenesis  of  pancreatitis‐associated  lung  injury  (Keck  et  al,  2002; 
Muhs  et  al,  2001).   Despite  these  findings,  the  role  of matrix metalloproteinases  in 
intestinal ischemia‐reperfusion has not yet been explored. 
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  We  hypothesize  that  MMP‐9  activity  is  elevated  during  intestinal  ischemia‐
reperfusion, thus contributing to the destruction of the intestinal villi and revelation of 
matricryptic  inflammatory mediators.    In  the present study, we  intend  to  identify  the 
source and localization of matrix metalloproteinases during a modified form of superior 
mesenteric arterial occlusion. 
 
3.2. Objectives 
  The objectives of these experiments were thus defined: 
  (i)  To  validate  an  experimental  animal  model  to  adequately  address  the 
pathophysiology of acute intestinal ischemia‐reperfusion. 
  (ii)  To  characterize  the  involvement  of  MMP‐9  in  acute  intestinal  ischemia‐
reperfusion. 
  (iii)  To  investigate  the  potential  cellular  sources  of  MMP‐9  in  acute  intestinal 
ischemia‐reperfusion. 
 
3.3. Results and Discussion 
3.3.1.  Characterization  of  the  Experimental  Model  for  Acute  Intestinal  Ischemia‐
Reperfusion 
3.3.1.1. Histology 
  We first evaluated the adequacy of the experimental model that we developed for 
small  intestinal  ischemia‐reperfusion.   Macroscopically,  the  occlusion  of  the  superior 
mesenteric  artery  (associated with  the  occlusion  of  the mesenteric  collateral  arterial 
arcade)  was  associated  with  pulselessness  and  pallor  of  the  small  intestine  and 
hyperperistaltic  behavior, which  provide  an  adequate  assessment  of  early  intestinal 
ischemia.    The  period  of  reperfusion  that  followed  presented  with  considerable 
morphological damage, macroscopically  revealed by generalized  redness  and  edema, 
with areas of  thrombosis and necrosis,  the  latter  in close apposition with areas where 
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Figure 3.1.  Brightfield microscopic
images of jejunal histological sections
after staining with Gill’s Hematoxylin-
Eosin technique.  Animals subjected
to superior mesenteric arterial
occlusion (B) suffer from severe
transmural morphological damage to
the intestinal villi and muscularis. In
contrast, equivalent sections from
control animals (A) maintain overall
morphological integrity of the
intestinal mucosa.  The use of a
grading scale to quantify the
morphological damage of the
intestinal wall (C) confirmed the difference between the two experimental
groups.  Representative of n=8 in each experimental group.  Bars indicate a
length of 50 mm.
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Figure 3.3.  Mean arterial blood pressure in animals subjected to superior mesenteric
arterial occlusion (SMAO).  The mean arterial blood pressure of SMAO animals after
reperfusion is significantly lower than SHAM operated controls at equivalent timepoints
(n=8 in each experimental group; #, P<0.01).
Figure 3.2.  Brightfield microscopic images of jejunal histological sections after staining
with Gill’s Hematoxylin-Eosin technique.  Each image was obtained from independent
experiments (representative of N=2-3 in each experimental group), in which the animals
were either sham-operated or subjected to 45 minutes of superior mesenteric arterial
occlusion and a up to 90 minutes of reperfusion (in increments of 30 minutes); the
duration of the ischemia and the reperfusion periods are shown below the respective
image.  While acute mesenteric ischemia alone only produced minimal damage to the
jejunal wall, reperfusion of increased duration accounted for a more intense pattern
of morphological damage, with progressive destruction of the villi, edema and
inflammatory infiltrates, reaching a maximum around 60-90 minutes post-reperfusion.
Bars indicate a length of 100 mm.
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the  luminal  contents was bulkier.   Typically,  the gross motility of  the  small  intestine 
appeared decreased following reperfusion, with evident hypotonic intestinal wall.  
  The pattern of histological injury was typical of the recognized pathologic changes 
occurring  in  acute  intestinal  ischemia‐reperfusion  (Figure  3.1.).    While  the  sham‐
operated controls showed preserved histological characteristics,  the animals subjected 
to acute ischemia‐reperfusion presented marked histological damage, with destruction 
of  the mucosal  villi,  submucosal  vascular  congestion,  transmural  edema  and  intense 
inflammatory infiltrate associated with inflammatory exudate into the intestinal lumen. 
  This type of histological injury is appropriate for utilization of the grading system 
described  in Chapter VI  (“Materials  and Methods”)  section  for  analysis  of  intestinal 
damage.  By the application of this semi‐quantitative grading system we measured the 
degree  of  injury  sustained  by  the  proximal  jejunum  following  acute  ischemia‐
reperfusion, and we were able  to  show  that  following acute  ischemia‐reperfusion  the 
structure  of  the  intestinal  wall  was  significantly  damaged  as  compared  to  control 
animals  (Figure 3.1.C.).   The obtained scoring  results provide additional confirmation 
that  the  chosen  model  produces  adequate  pathological  changes  upon  the  small 
intestinal wall, and that these changes  lead to a significantly damaged morphology as 
compared to the sham‐operated control animals. 
  We defined the duration of intestinal ischemia in our model based upon previous 
experiments  reported on  the  literature, which describe  that 45 minutes  is sufficient  to 
obtain  transmural damage of  the  intestinal wall and systemic multiorgan compromise 
during the reperfusion period, but without excessive lethality in the initial reperfusion 
period.  Accordingly,  and  to  define  the  length  of  reperfusion  adequate  to  our 
experimental model  of  acute  intestinal  ischemia‐reperfusion  in  the  rat we performed 
pilot studies to analyze the progression of microscopical damage of the  intestinal wall 
after the ischemic period was terminated. As reported in Figure 3.2., ischemia alone did 
not  produce major morphological  damage  to  the  intestinal wall,  as  per  the  criteria 
previously defined.  However, after reperfusion was started the injury to the intestinal 
wall  mounted,  namely  with  massively  progressing  damage  to  the  mucosa  (with 
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destruction of the villi).   The  jejunal damage seemed to reach a maximum between 60 
and 90 minutes of reperfusion, thus validating our use of the time point of 90 minutes of 
reperfusion in the experimental model. 
3.3.1.2. Central Hemodynamic Parameters 
  Another  defining  pathophysiological  characteristic  of  small  intestinal  ischemia‐
reperfusion  is  the occurrence of systemic consequences.   While  the chosen short  term 
duration of the present experiments did not allow time for the development of a major 
systemic  inflammatory response  that would  lead  to multiple organ  injury and  failure, 
we did address  the potential short  term effect of acute  intestinal  ischemia‐reperfusion 
upon  the  systemic  hemodynamics  of  the  affected  individual.    As  expected,  mean 
arterial blood pressure (invasively measured in the femoral artery) suffered a significant 
decrease  upon mesenteric  reperfusion,  supporting  the  case  for  the  suitability  of  this 
animal model for the study of acute small intestinal ischemia‐reperfusion (Figure 3.3.). 
  The  systemic  redistribution of blood and  changes  in  systemic arterial  resistance, 
due in the present case due to the withdrawal or reposition of the superior mesenteric 
artery  territory  (which  accounts  for  approximately  20%  of  total  blood  distribution), 
could  represent  potential  confounding  factors  in  the  analysis  of mean  arterial  blood 
pressure changes and thus might interfere with the conclusions withdrawn from this set 
of data.  However, this phenomenon is not expected to have caused a significant effect 
in the obtained experimental results for a number of reasons. 
  In  first place,  the mean arterial blood pressure  in  the  intervened animals during 
ischemia,  when  the  systemic  arterial  resistance  would  likely  increase  (at  least 
temporarily)  due  to  the  clamping  of  the  superior mesenteric  artery,  did  not  change 
significantly as compared to the control animals. 
  Secondly,  after  reperfusion  of  the  superior mesenteric  artery  territory  there  is 
indeed an  immediate and significant fall  in mean arterial blood pressure, which could 
have been interpreted as an immediate consequence of the decrease in systemic arterial 
resistance.   However,  the arterial blood pressure not only  falls  to values much  lower 
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than  the  pre‐interventional  values,  but  also  is  not  rapidly  compensated  to  normal 
values, as would be expected if it was the case. 
  Taking into consideration the above‐mentioned reasons, we feel considerably safe 
to  state  that,  in  this  animal model  for  acute  small  intestine  ischemia‐reperfusion,  the 
post‐reperfusion fall in systemic mean arterial blood pressure is not due to the decrease 
in  systemic  arterial  resistance,  but  represents  instead  the  systemic  hemodynamics 
response expected in a setting of acute small intestinal ischemia‐reperfusion. 
 
3.3.2. MMP‐9 is Increased in the Intestinal Wall Following Acute Ischemia‐Reperfusion 
  We then addressed the question of whether small  intestinal  ischemia‐reperfusion 
is associated with increased presence of gelatinase activity within the intestinal wall. 
  To answer this question we applied  in situ zymography to histological section of 
jejunum subjected to acute ischemia‐reperfusion (Figures 3.4. and 3.5.).  This technique 
demonstrates  increased  gelatinolytic  activity  in  the  intestinal  wall  of  experimental 
animals subjected to acute ischemia‐reperfusion. 
  Control  animals  presented  a maintained  intestinal morphology, with  very  low 
background  fluorescence  and  sparse  slightly  brighter  spots  mostly  localized  in  the 
vascular axis of the mucosal villi (suggesting that they represent gelatinase‐containing 
blood cells trapped in the mucosal capillary network at the moment of tissue collection).  
In  contrast,  animals  subjected  to  ischemia‐reperfusion  present  a  pattern  of 
morphological  injury  roughly  equivalent  to  the  one  shown  by  hematoxylin‐eosin 
stained  sections,  and  an  important  fluorescent  staining,  with  intense  background 
staining  and  abundant  bright  spots  typical  of  gelatinase‐containing  cells.    Both  the 
background  and  the  spotted  fluorescent  staining  (especially  the  latter)  are  more 
prominent  in  mucosal  and  submucosal  areas  of  intense  morphological  injury  and 
increased inflammatory infiltrate.  The addition of a metalloproteinase inhibitor (EDTA) 
to the incubation buffer abolished fluorescence, thus supporting our hypothesis that the 
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observed  proteolytic  activity  is  associated with  a  gelatinase  of  the metalloproteinase 
family of proteases. 
  To investigate in detail the source of the above‐described gelatinolytic activity, we 
performed gelatin  electrophoresis  zymography of homogenate  supernatants  from  the 
jejunal  wall  (Figure  3.6.).    These  experiments  clearly  demonstrate  that  after  acute 
intestinal  ischemia‐reperfusion MMP‐9  is  expressed  in  higher  concentration  than  in 
control animals.  The densitometric quantification of MMP‐9 infiltration in the intestinal 
wall confirms the findings, since both MMP‐9 monomers and MMP‐9 dimers are shown 
to be present in higher concentration in animals subjected to superior mesenteric artery 
occlusion and reperfusion. 
  In  opposition  to  the  increased  presence  of  MMP‐9  in  the  intestinal  wall,  the 
expression of MMP‐2 (the other gelatinase of the metalloproteinase family of enzymes) 
in  the  jejunal wall  following  reperfusion  seems  to  decrease,  as  reported  by  gelatin 
zymography.  Since MMP‐2 is highly expressed constitutively in the mucosal cell of the 
intestine (particularly  in the epithelial cells), we propose that the  ischemia‐reperfusion 
injury  to  the  intestinal wall  caused  the destruction of  the  cells and  tissues where  the 
expression of MMP‐2 was highest.  In any regard, these results produce direct evidence 
that MMP‐2 can be excluded as the source of gelatinolytic activity observed in the in situ 
zymography images. 
  This experiment was not performed  in the presence of serine protease  inhibitors, 
and  thus  we  can  not  draw  definitive  conclusions  regarding  a  potential  proteolytic 
conversion of proMMP‐9 into the active form by looking at these results.  However, the 
primary  outcome  behind  the  design  of  this  experiment,  which  is  the  quantitative 
analysis of MMP‐9 infiltration within the intestinal wall, is clearly reported. 
  To confirm the results obtained by zymography, we performed the more specific, 
although less sensitive, Western blotting technique (Figure 3.7.).  The results confirmed 
that  MMP‐9  was  present  in  higher  amounts  in  the  intestinal  wall  from  animals 
subjected  to  superior mesenteric  ischemia‐reperfusion.   This  technique was unable  to 
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 Figure 3.4.  In situ zymography for FITC DQ-gelatin of jejunal histological
sections.  Sections from sham operated control animals show little gelatinase
activity in the submucosa of the intestine (A).  In contrast, animals subjected to
superior mesenteric artery occlusion exhibit high levels of gelatinase activity
throughout the intestinal wall (B).  Application of EDTA eliminates the gelatinase
activity in both groups, indicating that the proteolytic activity originates from
matrix metalloproteinases. sm, submucosa; mu, muscularis. Representative of
n=8 in each experimental group.  Bars indicate a distance of 30 µm.
Figure 3.5.  In situ zymography for FITC DQ-gelatin of jejunal histological
sections.  These higher magnification images, obtained from animals  subjected
to superior mesenteric artery occlusion, are represented to show the intense
pattern of gelatinase-positive cells located both in the submucosa (A) and
particularly in the remnants of the mucosa (B).  Bars indicate a distance of 10
µm.
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Figure 3.6. (A) Gelatin  zymography of in-
testinal tissue from animals subjected to
superior mesenteric arterial occlusion ver-
sus controls, with (B) graphic showing the
results from densitometric quantification
of protease band intensity.  In this gel each
of the four left lanes are from a represen-
tative control (SHAM) animal each, while
each of the right four lanes are from a rep-
resentative superior mesenteric artery oc-
clusion (SMAO) animal each (n=8 in each
group).  Animals subjected to intestinal is-
chemia-reperfusion present significantly
higher level of MMP-9 (82 kDa).  Higher
molecular weight gelatinase bands (220
kDa and 135 kDa, corresponding to MMP-
9 homodimers and heterodimers, respec-
tively) are also increased, suggesting that
neutrophils are a major source of MMP-9
in this setting. Lane H represents human MMP-9/MMP-2 standards and lane N
represents neutrophil-derived MMP-9 standards. Addition of EDTA to the de-
veloping buffer abolished the bands, while Pefabloc SC did not cause changes.
Samples from each experimental animals contained 2.5 µg of protein/well.
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Figure 3.7. Western Blot analysis of MMP-9 in superior mesenteric artery occlu-
sion versus control animals. In this gel each of the four left lanes are from a repre-
sentative control (SHAM) animal each, while each of the right four lanes are from
a representative superior mesenteric artery occlusion and reperfusion (SMAO) ani-
mal (N=8 in each group).  Samples from each experimental animals contained 45
mg of protein/well.
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address  the question of whether MMP‐9  is present  in  the monomeric and/or dimeric 
forms, since the technical protocol requires the proteins to be denatured under reducing 
conditions  to  expose  the  immunogenic  epitopes.    This  leads  to  the  irreversible 
destruction  of  the  disulfide  bonds  between  the  subunits  of  the multimeric  forms  of 
MMP‐9, resulting in all of the MMP‐9 molecules present in the sample to show up in the 
Western blotting at the molecular weight of the monomeric form. 
  It  is of note that the protein samples used  in gelatin zymography electrophoresis 
contained merely 2.5 μg of protein, and still the gel results were remarkably evident.  In 
contrast, the immunoblotting approach required the use of 45 μg of protein per sample.  
These facts speak well for the high sensitivity of gelatin zymography in the detection of 
gelatin‐cleaving  matrix  metalloproteinases,  as  compared  to  immunodetection 
electrophoretic techniques. 
 
3.3.3.  Neutrophils  are  the  Major  Source  of  Intestinal  MMP‐9  in  Acute  Ischemia‐
Reperfusion 
  The gelatin electrophoresis zymograms (as in Figure 3.6.) showed the presence of 
increased  levels  of  MMP‐9  homo  and  heterodimers  (at  220  kDa  and  135  kDa, 
respectively)  in  small  intestinal  ischemia‐reperfusion.    Since  these  forms  of MMP‐9 
(particularly  the  heterodimers)  are  considered  to  be  neutrophil‐specific,  we 
hypothesized that infiltrating neutrophils might be the major cellular source of MMP‐9 
in  the  setting  of  intestinal  inflammation  following  acute  ischemia‐reperfusion  of  the 
small  intestine.   As  such, we  sought  to evaluate  the  role of  infiltrating neutrophils  in 
MMP‐9 accumulation. 
  We  first  tried  to  characterize  the  intensity  of  neutrophil  infiltration  into  the 
affected  intestinal  wall.    Histochemical  staining  for  the  neutrophilic  enzyme 
myeloperoxidase was conducted, and this technique revealed a significative infiltration 
of neutrophils all across the intestinal wall following ischemia‐reperfusion (Figure 3.8.). 
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  Control  animals  presented  a maintained  histological  structure  of  the  intestinal 
wall, with minor dark‐brown myeloperoxidase‐positive cells infiltrating the submucosa 
and a heavier infiltration along the capillary network paths of the pertaining intact villi.  
As described before, this pattern  is typical of the expected minor capillary trapping of 
neutrophils  that  happens  after  eutanizing  the  experimental  animal  and  during  the 
process  of  tissue  collection.    Since  the  diameter  of  neutrophils  is  higher  than  the 
diameter of capillaries, when the blood flow required to facilitate the progression of the 
deforming  neutrophils  through  the  capillary  network  fails  these  blood  cells  become 
trapped therein. 
  Histological sections from animals subjected to ischemia‐reperfusion were able to 
confirm  that morphological  injury was  very  intense.   Histochemical  staining  for  the 
neutrophilic myeloperoxidase showed that these inflammatory cells permeate the entire 
intestinal wall, being particularly important in the swollen submucosa and the heavily 
destroyed remnants of mucosa.   This pattern correlates closely with  the  inflammatory 
infiltrate observed in the hematoxylin‐eosin stained sections, and is also very similar to 
the topographic pattern of gelatinase‐positive cells observed in the in situ zymography 
technique  (see  before).    In  addition,  we  were  able  to  show  the  presence  of 
myeloperoxidase‐positive  cells  trapped  in  the  muscularis  of  ischemia‐reperfusion 
animals, while the control animals present with virtually no neutrophils trapped in this 
layer  of  the  intestinal wall.   As  described  by  other  authors,  this  is  not  reported  to 
happen significantly in the normal intestine following tissue collection, being instead a 
phenomenon associated to intestinal inflammation. 
  The above‐described qualitative pattern of myeloperoxidase‐positive cells in these 
histochemical  sections  is  positively  consubstantiated  by  the  quantitative  analysis  in 
both the submucosa and muscularis of the  jejunal sections.   Since the mucosal villi are 
heavily  damaged  by  ischemia‐reperfusion,  we  did  not  quantify  myeloperoxidase‐
positive cell infiltration in this layer due to lacking of comparable areas for analysis in 
the two experimental groups.   In both the submucosa and the muscularis of the small 
intestinal  wall  the  accumulation  of  myeloperoxidase‐positive  cells  was  significantly 
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Figure 3.8.  Histochemical staining for myeloperoxidase in jejunal sections from
animals subjected to superior mesenteric arterial occlusion and respective con-
trols (representative of N=8 in each group).  Sham-operated control animals (SHAM
group) show low amounts of myeloperoxidase staining (A), as compared to ani-
mals subjected to superior mesenteric artery occlusion and reperfusion (SMAO
group), which exhibit high levels of myeloperoxidase staining throughout the sub-
mucosa and muscularis of the jejunum (B).  This qualitative analysis is confirmed
by the quantitative analysis of myeloperoxidase-positive cells, both in the submu-
cosa and the muscularis layers (C).  Bars indicate a distance of 50 mm.
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Figure 3.9. Correlation between the presence of MMP-9 (detected by gelatin
zymography) and infiltration of myeloperoxidase-positive cells in the intestinal
muscularis layer for each experimental animal.  Panel A shows the level of correla-
tion for MMP-9 monomers and Panel B for neutrophil-specific MMP-9 dimers.
Shown on the top right corner of each graphc is the respective Spearman R and
statistical P values.
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Figure 3.10. Correlation between the presence of MMP-9 (detected by gelatin
zymography) and infiltration of myeloperoxidase-positive cells in the intestinal
submucosal layer for each experimental animal.  Panel A shows the level of corre-
lation for MMP-9 monomers and Panel B for neutrophil-specific MMP-9 dimers.
Shown on the top right corner of each graphic is the respective Spearman R and
statistical P values.
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Figure 3.11.   Immunofluorescent staining of neutrophils and MMP-9 in
histological sections of jejunum from animals subjected to superior
mesenteric arterial occlusion and reperfusion (representative of N=8).
Staining for neutrophils reveals aggregates of infiltrating cells throughout
the submucosa (A).  Staining of the same section for MMP-9 reveals co-
localization of the enzyme to the previously observed infiltrating neutrophils
(B). Bars indicate a distance of 10 µm.
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higher  in  ischemia‐reperfusion  animals,  as  compared  to  control  animals,  and  this 
finding favors the possibility that increased neutrophil infiltration might be the source 
of increased MMP‐9 in this setting. 
  To  further  investigate  this point, and  since we had obtained  from  every animal 
histological sections  for myeloperoxidase histochemistry and,  in parallel, supernatants 
from  intestinal  homogenates  for  gelatin  electrophoresis  zymography,  we  tried  to 
identify  any  potentially  existing  correlations  between  MMP‐9  expression  and 
neutrophil (i.e., myeloperoxidase‐positive cells) infiltration in the intestinal wall of any 
given experimental animal.   The  results obtained  from  this analysis were compelling, 
since we were able to show that for each animal the accumulation of myeloperoxidase‐
positive  cells  in  the  intestinal  submucosa  (Figure  3.9.)  correlated  positively with  the 
densitometric measurement of MMP‐9 monomers (r = 0.56; P = 0.02) and particularly of 
MMP‐9 dimers (r = 0.68; P = 0.004) in the gelatin zymogram.  The correlation of MMP‐9 
infiltration  in the  intestinal wall with myeloperoxidase‐positive cells  in the muscularis 
layer did not deliver significant results (Figure 3.10.).  This lack of correlation between 
variables might be related to the fact that the muscularis layer contained, in any case, a 
low number of myeloperoxidase‐positive cells.  On the basis of the previously described 
experimental data  for gelatinase  activity  in  the  intestinal wall,  the  former  correlation 
might be more adequate and sensitive  to address  the proposed question, since  in  situ 
zymography  has  shown  that  most  of  the  gelatinase‐positive  cells  present  in  the 
intestinal wall were located in the submucosal layer and not in the muscularis. 
Next  we  performed  immunofluorescence  staining  for  both  MMP‐9  and  infiltrating 
neutrophils in the same histological sections, intending to demonstrate that in fact most 
of  the  MMP‐9  molecules  present  in  the  intestinal  wall  after  intestinal  ischemia‐
reperfusion  originated  from  infiltrating  neutrophils.    The  results  of  this  technique 
(Figure  3.11.)  showed  a  strikingly  high  degree  of  colocalization within  the  intestinal 
wall between the two targets of fluorescent immunodetection.  This fact strengthens the 
argument that neutrophils are the major source of MMP‐9  in this setting.   In addition, 
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and  possibly  even more  important,  the  results  from  the  immunofluorescence  clearly 
exclude other cell types as the origin of MMP‐9 in this experimental condition. 
  Immunostaining  for  MMP‐9  and  neutrophils  in  different  sequential  sections 
supported  these conclusions, while at  the  same  time  ruled out unspecific  staining  for 
both  antigens  that  might  have  been  due  to  bleed‐through  fluorescence  of  either 
fluorochrome. 
  Matrix metalloproteinase‐9  immunostaining also produces a diffuse extracellular 
fluorescence, mainly  surrounding  areas  rich  in MMP‐9  containing  neutrophils.    This 
pattern of staining might represent MMP‐9 molecules that had already been released by 
neutrophils, following its activation and subsequent degranulation.  It also parallels the 
intense  background  fluorescence  revealed  by  in  situ  zymography  under  the  same 
experimental  setting, which  adds  further  support  to  the  hypothesis  that  neutrophil‐
derived MMP‐9 is responsible for the gelatinolytic activity present in the intestinal wall 
following acute ischemia‐reperfusion. 
 
3.4. Concluding Remarks 
  Matrix  metalloproteinases  play  prominent  roles  in  a  variety  of  inflammatory 
reactions.    In  the present  study, we demonstrate  that neutrophil derived MMP‐9  can 
contribute  to  the  local damage  initiated by  intestinal  ischemia‐reperfusion  in  a  rapid 
and prominent  fashion.   Neutrophil derived MMP‐9  is stored  in  tertiary granules and 
released on  chemotactic  stimulation  (Lindsey  et al,  2001).    In  contrast  to  the primary 
neutrophilic  granules,  the  tertiary  granules  of  neutrophils  are  usually  the  first  to  be 
degranulated requiring the lowest level of stimulation (Borregard and Cowland, 1997).  
This  allows  the  neutrophils  to  release  high  levels  of MMP‐9  in  an  extremely  short 
duration.    In  the present  experiments,  high  levels  of MMP‐9 were  recognized  in  the 
tissue after only 90 minutes of reperfusion.  This contrasts with the results of ischemia‐
reperfusion  models  of  other  organs  in  which  a  significant  elevation  in  matrix 
metalloproteinase activity was only observed after hours of reperfusion (Lindsey et al, 
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2001; Cursio et al, 2002; Keck et al, 2002; Muhs et al, 2001).  The rapid release of MMP‐9 
in our experiments may contribute to the prompt deterioration in health associated with 
intestinal  ischemia‐reperfusion  and  its  connection  to  multiple  organ  dysfunction 
syndrome. 
  In this study, we demonstrate an unusually pronounced expression of neutrophil 
derived MMP‐9 during intestinal ischemia‐reperfusion.  Previous ischemia‐reperfusion 
models  have  demonstrated  significant  increases  in  matrix  metalloproteinases  when 
loading zymographic gels with approximately 100 μg (Lindsey et al, 2001; Cursio et al, 
2002; Keck et al, 2002; Muhs et al, 2001).   In the present study, zymography gels were 
loaded with  as  little  as  2.5 μg of protein,  indicating  that  the  strong bands we obtain 
were most likely significantly stronger than those of other organ models. 
  Several  means  exist  to  enhance  the  proteolytic  activity  of  neutrophil  derived 
matrix metalloproteinases.  Although mast cell derived tryptase is not a potent activator 
of matrix metalloproteinases, studies have shown  that mast cell released chymase can 
activate MMPs (Fang et al, 1996).  In the present studies, though, this is unlikely to play 
a  role  since  intestinal  mast  cells  are  described  to  release  extremely  low  levels  of 
chymase  (Irani  et  al,  1986).    Other  observations  suggest  that  lipopolysaccharide 
associated proteinases have the ability to activate MMP‐9 zymogens in vitro (Min et al, 
2002).   In addition, lipopolysaccharide produces chemotactic gradients that will attract 
neutrophils to the damaged intestine (Power et al, 2001), further enhancing the detected 
levels  of MMP‐9.  Intestinal  lumen derived  lipopolysaccharide  and pancreatic  trypsin 
could  thus  collaborate  in  the  recruitment and activation of matrix metalloproteinases 
during superior mesenteric arterial occlusion.  This would explain the substantial level 
of  proteolytic  activity  detected  in  this  study  but  not  observed  in  the  ischemia‐
reperfusion injury of other organs.  
  The  strength  of  proteolytic  activity  during  intestinal  ischemia‐reperfusion may 
also  result  from  an  increased  inflammatory  reaction  modulated  by  the  intestinal 
contents.    Previous  studies  have  shown  that  digestive  enzymes  such  as  trypsin  are 
potent activators of the zymogen forms of matrix metalloproteinases (Hibbs et al, 1985; 
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Kjeldsen  et  al,  1993,  1994; Kolkenbrock  et  al,  1996). Furthermore,  others have  shown 
that  trypsin  alone  can  stimulates  neutrophils  to  release  MMP‐9  (Keck  et  al,  2002). 
Pancreatic trypsin in the disrupted intestinal lumen could thus serve as both a stimulus 
of matrix metalloproteinase release as well as a mechanism of enzyme activation. This 
possibility will be explored later (see below).  
  Like  trypsin,  matrix  metalloproteinases  may  also  contribute  to  the  systemic 
inflammatory  response  characteristic  of  intestinal  ischemia‐reperfusion  via  the 
revelation  of matricryptic  inflammatory mediators.    It has  been previously proposed 
that inflammatory mediators could be produced by proteolytic cleavage with pancreatic 
digestive  enzymes during  intestinal  ischemia‐reperfusion  (Kistler  et al, 2000a, 2000b).  
Evidence  suggests  that  inhibition  of  pancreatic  digestive  enzymes  during  intestinal 
ischemia‐reperfusion prevents mortality in animals subjected to shock (Mitsuoka et al, 
2002; Kistler et al, 2000a; Mitsuoka et al, 2000).  Matrix metalloproteinases may also play 
a role  in the creation of proteolytically derived  inflammatory mediators.   MMP‐9  is  in 
fact  cited  as  a  prominent  regulator  of  leukocyte  biology.   A  variety  of  studies  have 
shown  that  the extracellular matrix contains signals  that control cell shape, migration 
and  survival  (Lukashev and Werb, 1998; Boudreau and Bissel, 1998; Ruoslahti, 1999).  
Davis  et  al.  (2000)  suggested  that  tissue  injury may  result  in  alterations  in  existing 
extracellular  matrix  proteins  revealing  biologically  active  sites  that  can  provide 
important  signals within  the  injured  tissue.    Enzymatic  degradation  of  extracellular 
matrix  proteins  to  reveal  these matricryptic  sites  has  been  documented  in  the  past 
(Nagase and Woessner, 1999; Basbaum and Werb, 1996).  More specifically, neutrophils 
have  been  cited  as  sources  of  enzymes  that  commonly  contribute  to  the  enzymatic 
production  of matricryptic  sites,  such  as  elastase  and  cathepsin G  (Stetler‐Stevenson, 
1996; Weiss, 1989).   Neutrophil‐derived MMP‐9 may  thus  collaborate with pancreatic 
digestive enzymes in generating matricryptic inflammatory mediators during intestinal 
ischemia‐reperfusion. 
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CHAPTER IV 
TRYPSIN‐INDUCED MMP‐9 ACTIVATION IN 
ACUTE INTESTINAL ISCHEMIA‐REPERFUSION 
 
 
 
4.1. Introduction 
  The results obtained from the previous experimental approach clearly showed that 
MMP‐9  increases  dramatically  in  the  intestinal  wall  following  acute  ischemia‐
reperfusion  a  situation  that  promotes  inflammation  and  tissue  injury.    It  was  also 
possible  to define  the  source  of  this protease  to  the preformed MMP‐9  stored  in  the 
neutrophils  that  infiltrate  the  intestine  following  the  inflammatory  injury  of 
reperfusion. 
  Matrix  metalloproteinase‐9  is  secreted  from  the  neutrophils  as  a  proenzyme. 
However,  our  results,  shown  in  Chapter  III,  point  out  for  an  almost  immediate 
conversion of  this  form  into  the enzimatically active MMP‐9, and  this happens  for all 
the molecular forms of MMP‐9 expressed by the neutrophil. As reviewed previously in 
Chapter II, the mechanisms involved in this conversion can be diverse. The proteolytic 
activation  network  that  has  received  more  attention  implicates  the  serine  protease 
plasmin  as  activator  for  collagenases  and  membrane‐type  MMPs,  which  will  then 
cleave  the  propeptide  from  the  inactive  MMP‐9.    Plasmin  is  a  component  of  the 
hemostatic  system, which  is activated  in  the microvascular network during  ischemia‐
reperfusion.  It  is  therefore  present  in  increased  concentrations  in  this 
pathophysiological  setting,  and  suggestively  is  involved  generically  in  MMP‐9 
activation in ischemia‐reperfusion. 
  Additionally,  oxygen  free  radicals  can  also  cleave  the propeptide  from  inactive 
MMP‐9.  Given the potent generation of these highly reactive compounds in a setting of 
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ischemia‐reperfusion, it can also be hypothesized that a major contribution for MMP‐9 
activation arises from oxygen free radicals. 
  However, and  looking at the  intestine‐specific pathophysiological mechanisms  in 
ischemia‐reperfusion,  a  different  potential  player  arises.    One  of  the  fundamental 
mechanisms  of  injury  to  the  intestinal  wall  is  the  mucosal  injury,  expressed  by 
enterocyte  damage  and  death,  with  consequent  epithelial  barrier  disruption  and 
destruction of the intestinal villi. Besides leading to deficits in absorptive function, the 
classic view of  intestinal wall damage during  ischemia‐reperfusion  is associated with 
the  concept  of  enteric  bacteria  and  endotoxin  translocation  to  the  submucosal  tissue 
(and eventually  to  the  systemic circulation),  thereby mounting a potent  localized and 
generalized (leading to shock) inflammatory response.  
  However, other  components of  the  luminal  content  can  also  cross  the damaged 
epithelial barrier and play a role in ischemia‐reperfusion. Amongst these the pancreatic 
proteases  play  a  significant  role.  Besides  potentiation  of  the morphological  damage 
through  autodigestion  of  the  intestinal  wall,  the  generation  of  proinflammatory 
mediators  through  proteolytical  cleavage  of  extracellular  matrix  components  is 
progressively  being  considered  as  a  significant    hallmark  leading  to  systemic 
inflammation  and  shock  in  intestinal  ischemia‐reperfusion.    Trypsin  is  one  of  these 
pancreatic proteases, and its role associated with systemic shock in intestinal ischemia‐
reperfusion is solidly established (Mitsuoka et al, 2002) 
  Trypsin  is also a potent  in vitro activator of proMMP‐9, being widely used  in the 
research  laboratory as an efficient method  to activate proMMP‐9.   Through  its  serine 
protease activity, it cleaves the propeptide that protects the active site of MMP‐9, which 
then  becomes  activated  through  the  already  described  “cysteine‐switch” mechanism 
(Keck et al, 2002). Although pancreatic trypsin could represent an in vivo mechanism for 
MMP‐9  activation  in  pancreatitis  and  inflammatory  bowel  disease,  a  defined 
physiological  role  for  this process has not been  identified. Pancreatic  trypsin entering 
the disrupted intestinal wall could serve as both a proinflammatory stimulus as well as 
a mechanism of acute MMP‐9 activation. 
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4.2. Objectives 
The aims of these experiments are: 
(i) To  investigate  the presence of MMP‐9  in  intestinal  ischemia‐reperfusion and 
the role of pancreatic trypsin in its activation. 
(ii) To address  the question of whether pancreatic  trypsin  could play a  role  in 
neutrophil‐induced MMP‐9 release and activation. 
 
4.3. Results and Discussion 
  To achieve our objectives, we decided to create an experimental animal model in 
which,  under  controlled  conditions,  the  only  pancreatic  protease  present  in  the 
intestinal  lumen would be  trypsin.   To  this model we would  induce  small  intestinal 
ischemia‐reperfusion,  and  afterwards  analyze  the  consequences  in  terms of  intestinal 
injury and MMP‐9 infiltration and activation. 
 
4.3.1.  The Intestinal Lavage Model 
  In  preliminary  experiments we  tested whether  the  in  situ  lavage  of  the  small 
intestine  could  originate  an  adequately  cleansed  lumen  from  digestive  proteases.  
Following a careful rinsing of the small intestinal content by thoroughly washing it with 
physiological Krebs‐Henseleit buffer, we assayed  the serine protease activity  from  the 
remaining intestinal content.  The results from two independent studies (Table 4.1. and 
Table 4.2.) clearly show that in spite of a substantial decrease in protease activity of the 
intestinal fluid, the lavage of the small intestine was not efficient in removing all of the 
existing  protease  activity;  the  addition  of  a  broad‐range  serine  protease  inhibitor 
(gabexate mesylate) was necessary to accomplish this effect. 
  Our interpretation for this failure is twofold.  Firstly, due to the length of the small 
intestine,  its entire  lumen might not have been adequately washed  from pre‐secreted 
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molecules of pancreatic proteases; in fact, we could observe in several experiments that 
fragments  of  the  alimentary  bolus  would  remain  inside  the  intestinal  lumen  (most 
notably  the  bulkier  ileal  content).    Secondly,  and  given  the  surgical  design  of  the 
experiments, we are not able to rule out the secretion into the intestinal lumen of newly 
synthesized pancreatic protease molecules.  However, since the animals were fasted for 
at least 8 hours previous to the experiment and being the presence of alimentary bolus 
in  the  duodenum  the  major  stimulus  for  pancreatic  secretion,  we  expect  that  the 
amount of newly produced and secreted protease molecules is minimal. 
 
4.3.2.  The Isolated Jejunal Loop Model 
Alternatively, we developed an in vivo model for controlling the luminal content 
of  a  single  jejunal  loop  to  which  the  vascular  supply  could  be  occluded  and  later 
reestablished,  thus  creating  a  model  for  small  intestine  single  loop  ischemia‐
reperfusion.    In  this model,  the  contents  of  a  single  jejunal  loop would  be  carefully 
rinsed  away  and  then  replaced  by  a  controlled  perfusion  buffer  containing  (or  not) 
pancreatic trypsin at a concentration of 1 mg/mL, (equivalent to 42.6 μM), similar to the 
physiological concentration  found  in  the  initial  loops of  the  jejunum.   We expect  that 
this model would  provide  an  insight  into  the  proinflammatory  effects  of  pancreatic 
trypsin during the process of ischemia‐reperfusion.  As an advantage, this experimental 
model  allows  the  researchers  to  modify,  as  necessary,  the  luminal  content  of  the 
intestinal  loop  under  study  and  thus  ask  specific  questions  regarding  individual 
constituents  of  the  intestinal  fluid  and  its  interaction  with  the  intestinal  wall  in 
physiological and pathological situations. 
The  fundamental  methodological  aspect  in  setting  up  a  sucessfull  isolated 
intestinal  loop experiment  is a cautious surgical approach.   This  implies  the following 
surgical concerns (both operative technique‐related and surgical field setting‐related): 
(i) Prevention of vascular damage to the mesenteric pedicle during its isolation, 
and careful ligation of the mesenteric collateral vessels; 
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TABLE 4.1.  Serine protease activity in intestinal fluid – Protocol 1 
CTRL LAV LAV + PI 
2604±734 630±441 a 92±17 b,c 
Mean ± SD in fluorescence intensity units. Protease activity measured in supernatants of intestinal fluid 
collected from control animals (CTRL), intestinal lavage with buffered solution (LAV) and intestinal 
lavage with buffered solution plus the serine protease inhibitor gabexate mesylate (LAV + PI). 
a P < 0.05 versus CTRL, b P < 0.01 versus CTRL, c P < 0.05 versus LAV. 
N = 5 in the three experimental groups. 
 
 
 
 
 
TABLE 4.2.  Serine protease activity in intestinal fluid – Protocol 2 
 Before Lavage After Lavage 
LAV 1626±210 757±662 a 
LAV + PI 2405±679 125±60 a,b 
Mean ± SD in fluorescence intensity units. Protease activity measured in supernatants of intestinal fluid 
collected before and after lavage of the intestinal lumen in animals subjected to intestinal lavage with 
buffered solution (LAV) and intestinal lavage with buffered solution plus the serine protease inhibitor 
gabexate mesylate (LAV + PI). 
a P < 0.05 versus baseline, b P < 0.05 versus LAV after lavage. 
N = 5 in both experimental groups. 
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Figure 4.1.  Detection of serine protease activity in the intestinal wall by in situ
zymography. The panels show non-ischemic control intestine (A), control intes-
tine with intraluminal trypsin lavage (B), intestine after ischemia-reperfusion (C),
intestine after ischemia-reperfusion with trypsin in the lumen of the intestine (D).
When trypsin is added under control conditions, its presence is observed in the
intraluminal area as bright fluorescent patches (arrows) between the villi, but not
inside the intestinal wall (B). Under I/R, the addition of trypsin results in bright
background fluorescence permeating the intestinal wall (D).
Panel B details, in its the lower left corner, a submucosal blood vessel (bv) and a
submucosal parasympathetic nerve plexus (np), both of which produce a bright
fluoescent staining relating to serine protease activity.
sm, submucosa; mu, muscularis. Bars indicate a distance of 20 mm.
AControl
I-R C I-R + Trypsin D
Control + Trypsin B
np
bv
124
(ii)  Careful  manipulation  of  the  intestinal  segment  during  connection  to  the 
perfusion  system  (thus  avoiding  mechanical  traction  to  the  intestinal  wall  and  the 
vascular pedicle); 
(iii)  Slow  rinsing  of  the  loop  contents, without  applying  excessive  transmural 
pressure; 
(iv) Placement  of  the waste  container  at  the  same  height  as  the  surgical  field. 
Since the system is designed with passive gravitational drainage: if it is placed too high 
the transmural pressure would build up inside the intestinal segment and overdistend 
it; if it is placed too low a negative intraluminal pressure would be generated, due to the 
siphoning effect, and cause collapse of the  intestinal wall and  its  invagination  into the 
connecting apparatus). 
Care was  always  taken  to keep  the  interventioned  jejunal  loop moistened  and 
isolated from atmospheric air as much as possible. 
The  application  and  removal  of  the  occluding  vascular  clamp  was  always 
performed carefully to avoid mechanical traction on the pedicle. 
The  validity  of  this model  relies  in  the  demonstration  that  pancreatic  trypsin 
does  in  fact enter  the  intestinal wall  following  the rupture of  the mucosal barrier.   To 
investigate whether trypsin would penetrate the damaged mucosa, we used a modified 
in  situ  zymography  technique,  in which  the  incubation of  the  tissue  section with  the 
fluorogenic  substrate  was  performed  instead  in  the  absence  of  serine  protease 
inhibitors.  In this modified setting we could gain insight into the presence of increased 
serine protease activity inside the intestinal wall, although the technique would not be 
specific for trypsin and could detect other serine proteases present in the intestinal wall. 
As  expected,  the  control  groups  showed  a  relatively  lower  intensity  of 
background  staining  throughout  the  intestinal wall.    The major  exceptions were  the 
endothelial surface of submucosal blood vessels and the parasympathetic nerve ganglia 
in  the  submucosa  and muscularis  layers, which  presented  bright  fluorescence  in  all 
experimental  groups,  as  seen  in  Figure  4.1.   These  findings  are  not  surprising,  since 
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these structures are known  to possess active serine proteases  involved  in  its  function.  
According to the bibliography, we suggest that the proteolytic activity from the blood 
vessel wall is probably related to the enzymes from the plasminogen activator/plasmin 
system  in  the endothelial  surface, while  the  fluorescence present  in  the nerve ganglia 
might  relate  to  neuronal‐associated  serine  proteases.    These  experimental  results  are 
interesting by  themselves and deserve  further  clarification; however, we  feel  that  the 
investigation of these findings reside laterally to the major working hypotheses behind 
these experiments, and thus we did not pursue it. 
Remarkably,  in  the control group  in which  trypsin was added  to  the perfusate 
buffer the post‐collection rinsing of the tissue did not remove completely the molecules 
of pancreatic  trypsin  that  infiltrated  into  the grooves between  the mucosal villi.   This 
was evidenced by the fact that patches of bright fluorescence were present in the spaces 
between the mucosal villi in the luminal surface of the intestine.  This finding produces 
actual  evidence  that,  although  this  assay  is  not  specific  for  pancreatic  trypsin,  it  is 
nevertheless very sensitive to this enzyme. 
Also of note  is  the  fact  that  the  control group  in which  the  luminal  fluid was 
replaced with Krebs‐Henseleit buffer not  supplemented with pancreatic  trypsin does 
not show evidence of  fluorescent proteolytic activity  in  the  intact mucosal grooves, as 
described in the above paragraph.   This provides direct evidence of adequate removal 
of  the molecules of pancreatic proteases present  in  the  intestinal  fluid prior  to  tissue 
processing, and thus validates the technique in this regard. 
Lastly,  and  more  important,  we  could  observe  that  the  in  situ  zymography 
sections  from  animals  subjected  to  ischemia‐reperfusion  in  the  presence  of  trypsin 
presented a brighter transmural fluorescence than the other experimental groups,  and 
this fact provides indirect evidence for increased infiltration of pancreatic trypsin in the 
intestinal wall.   Taking all  these results  together, we  feel  that  the  isolated  jejunal  loop 
model  provides  a  valid  and  interesting  new  approach  to  the  study  of  the  role  of 
intraluminal pancreatic proteases  in  the pathophysiology of small  intestinal  ischemia‐
reperfusion. 
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 4.3.3.  Intraluminal  trypsin  increases  neutrophil  infiltration  in  intestinal  ischemia‐
reperfusion 
Macroscopical observation showed that ischemia‐reperfusion of the  jejunal loop 
leads  to an  inflammatory response as revealed by redness and swelling of  the  loop  in 
the post‐reperfusion period.   Areas of  thrombosis originating  from  the  intestinal  loop 
and necrosis were not found.  Ischemia‐reperfusion also caused the release of important 
mucous  transudate  into  the  lumen,  as  revealed  by  clumps  of proteinaceous material 
that were  released  from  the  jejunal  loop  and  into  the  tubing  of  the  perfusion  flow 
system.   These clumps of mucus showed  in approximately  the same amount either  in 
the  absence  or  presence  of  trypsin,  but  in  the  latter  case  the mucus  appeared  to  be 
present  in  smaller  sized  clumps  that would  be   mechanically disrupted with  ease,  a 
phenomenon  that  we  interpret  as  probably  caused  by  the  proteolytic  action  of 
pancreatic trypsin on these clumps. 
In  the animals  that were not  subjected  to  ischemia‐reperfusion  the  jejunal  loop 
showed  remarkably  normal  histological  characteristics  (Figure  4.1.,  A  and  B),  with 
preserved mucosal villi and absence of inflammatory cell infiltrate.  This would happen 
either in the presence or absence of trypsin in the lumen; the only observable difference 
between these two experimental groups is that in the presence of trypsin the mucosa in 
enveloped by a thicker layer of mucus.  Also of notice is the fact that the length of the 
villi, although equivalent in these two groups, is consistently shorter than the length of 
the intestinal villi in the control animals from the superior mesenteric artery occlusion 
protocol (results shown on Chapter III; Figure 3.1.).   We interpret this as being caused 
by  the  previously  described  effect  of  villi  shortening  associated  with  surgical 
manipulation of  the  intestine, due  to  reactive contraction of  the smooth muscle  fibers 
belonging to the muscularis mucosa layer that is present along the axis of the villi. 
Histology  showed  that  in  this  experimental model  the  induction  of  ischemia‐
reperfusion was associated with significant morphological damage  (Figure 4.1., C and 
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D).    In  the  absence  of  trypsin  in  the  lumen perfusate,  the  jejunal wall presents with 
partial  destruction  of  the mucosa, with  sloughing  of  the  tips  of  the  villi  and  some 
degree of edema.  On the other hand, the presence of trypsin in the lumen of the jejunal 
loop during  ischemia‐reperfusion  originated widespread damage  of  the wall, mostly 
with destruction of the mucosa layer and very heavy inflammatory infiltrate and edema 
in the submucosa and the remainder of the mucosa. 
We  next  performed  a  histochemical  staining  for  the  neutrophil  enzyme 
myeloperoxidase, to better investigate the existence of an acute, neutrophil‐dependent, 
inflammatory  infiltrate  following  ischemia‐reperfusion.    The  two  non‐ischemia‐
reperfusion control groups presented with a very similar pattern of reduced presence of 
myeloperoxidase‐positive  cells  in  the  intestinal  wall,  mostly  restricted  to  cells 
suggestively trapped along the axis of the mucosal villi after the collection of the tissue 
for  analysis.    Animals  subjected  to  ischemia‐reperfusion  showed  instead  a  heavier 
infiltration of myeloperoxidase‐positive cells in the intestinal wall.  While in the absence 
of  intraluminal  trypsin  the  pattern  of  neutrophil  invasion  consisted  mostly  of 
accumulation  at  the  tip  of  the destroyed  villi  and moderately  in  the  submucosa,  the 
presence  of  trypsin  causes  a more  important  accumulation  in  both  the mucosa  and 
submucosa, with  the  infiltrate presenting with a more diffuse and  infiltrative pattern, 
away from the remnants of the mucosal vascular axis. 
To  further reinforce  the observational analysis of  the histochemical staining  for 
myeloperoxidase, we quantified the accumulation of myeloperoxidase‐positive cells  in 
both  the muscularis and submucosa.   Using  this approach we were able  to show  that 
the  presence  of  trypsin  in  the  intestinal  lumen  during  acute  ischemia‐reperfusion  is 
associated  with  a  significantly  more  intense  accumulation  of  neutrophils  in  the 
submucosal  layer, as compared  to both  ischemia‐reperfusion  in  the absence of  trypsin 
and the appropriate control. 
To  add  confirmatory  evidence  that  trypsin  induces  an  increased  inflammatory 
reaction  in  the  intestinal wall during  ischemia‐reperfusion we performed an  intravital 
microscopy study.   Intravital microscopy  is a powerful research  technique  that allows 
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Figure 4.2.  Bright-field images of intestinal sections after Gill’s hematoxylin and
eosin staining. The four images show non-ischemic control intestine (Panel A),
control intestine with intraluminal trypsin lavage (Panel B), control intestine after
ischemia and reperfusion (Panel C) and intestine after ischemia-reperfusion with
trypsin in the lumen of the intestine (Panel D), as described in the top left corner.
Ischemia-reperfusion generates morphological damage that is potentiated by
trypsin.
Bars indicate a distance of 50 µm.
AControl BControl + Trypsin CI-R DI-R + Trypsin
DI-R + TrypsinCI-RBControl + TrypsinAControl
Figure 4.3.  Histochemistry for myeloperoxidase in jejunal sections.  The four images
show non-ischemic control intestine (Panel A), control intestine with intraluminal
trypsin lavage (Panel B), control intestine after ischemia and reperfusion (Panel
C) and intestine after ischemia-reperfusion with trypsin in the lumen of the intestine
(Panel D), as described in the top left corner. The images demonstrate an increase
in neutrophil infiltration during intestinal ischemia-reperfusion. Moreover, the
presence of luminal  trypsin in intestinal ischemia-reperfusion is associated to
increased morphological damage to the mucosa and submucosa, with a more
diffuse and infiltrative distribution of the heavier neutrophilic component.
Bars indicate a distance of 50 µm.
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Figure 4.4.  Density of of myeloperoxidase-positive cells in jejunal sections.
The quantitative analysis show increased infiltration of these cells when trypsin
is present during ischemia-reperfusion (I/R-trypsin), as compared with is-
chemia-reperfusion (I/R) or trypsin (ctrl-trypsin) alone.  This effect is observed
both in the submucosa and the muscularis layers of the intestine, altough more
intensely in the former.
p<0.01
p<0.05
p<0.01
p<0.001
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AFigure 4.5. Representative images of intravital microscopy
of rolling and adherent leukocytes in collecting venules in
the intestinal wall (submucosal layer). A, control; B,
ischemia-reperfusion; in both cases the lumen of the
intestinal loop contains trypsin. In the latter case, interacting
leukocytes are clearly visible.  In panel B the arrows points
to adherent leukocytes fluorescently labeled with rhodamine
6G.
Bars indicate a distance of 100 µm.
B
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Figure 4.6. A: The number of rolling leukocytes (per length of post-
capillary venule and per time) derived from the intravital microscopic
record of the isolated intestinal loop at a location on the surface of the
jejunum. Four cases are shown: control intestine (ctrl), control intestine
with trypsin in the lumen of the intestine (ctrl-trypsin), intestine after
ischemia-reperfusion (I/R), and intestine after ischemia-reperfusion
with trypsin (I/R-trypsin). The number of rolling leukocytes are
increased significantly in ischemia-reperfusion only when pancreatic
trypsin is present, compared to animals with ischemia-reperfusion
without trypsin or control animals with trypsin. N = 4-5 in each group.
B: The number of adherent leukocytes per endothelial surface
area is also significantly increased in ischemia-reperfusion animals in
the presence of intraluminal trypsin versus ischemia-reperfusion
without trypsin or control animals with trypsin. Groups (N = 4-5) are
the same as in A.
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studying  the  dynamic  interactions  of  circulating  leukocytes  with  the  endothelium‐
coated  vascular  wall.    As  such,  intravital  microscopy  provides  a  methodological 
window into the microcirculation of the small intestine, which is a primary target of the 
inflammatory  response  that  occurs during  acute  intestinal  ischemia‐reperfusion.   We 
used  as  quantitative  parameters  the  concepts  of  leukocyte  rolling  (which  represents 
selectin‐mediated  interaction)  and  leukocyte  adhesion  (representing  ICAM‐1/integrin 
interaction) in the postcapillary and early collecting venules of the jejunal submucosa. 
By this experiment we were able to demonstrate that the induction of ischemia‐
reperfusion  in  the  single  jejunal  loop model would  only  lead  to  increased  leukocyte 
rolling and adhesion if trypsin is present in the luminal perfusate (versus both ischemia‐
reperfusion alone and  the appropriate control group).   While  the animals subjected  to 
ischemia‐reperfusion  alone  presented  a  slightly  elevated  baseline  level  of  leukocyte 
rolling  and  adhesion,  as  compared  to  controls,  this  does  not  reach  statistical 
significance. 
 
4.3.4. Trypsin increases MMP‐9 in the intestinal wall and activates its proform 
We  next  aimed  at  showing  that  this model  is  also  associated with  increased 
presence  of  neutrophil‐derived  MMP‐9  in  the  intestinal  wall,  in  parallel  with  the 
evidence revealed for the superior mesenteric artery occlusion model. 
 First, we performed in situ zymography to identify any potential increase in the 
presence  of  matrix  metalloproteinase‐dependent  gelatinolysis  in  the  intestinal  wall.  
This technique allowed us to identify that animals subjected to ischemia‐reperfusion in 
the presence of trypsin presented with an infiltrative and diffuse pattern of gelatinase‐
containing cells, mostly invading areas of heavily damaged morphology.   This pattern 
resembled the previously observed neutrophil infiltration revealed by myeloperoxidase 
histochemistry.  In addition we can observe heavy transmural background gelatinolytic 
fluorescence in ischemia‐reperfusion in the presence of trypsin. 
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As  mentioned  in  the  previous  paragraph,  the  topographical  localization  of 
gelatinolytic  activity  coincided  with  the  increased  submucosal  localization  of 
myeloperoxidase‐positive cells, presumably neutrophils.   To confirm cellular origin of 
MMP‐9 we performed  immunofluorescence directed against both  the neutrophils and 
MMP‐9.   Dual  staining  immunofluorescence  revealed  an  important  colocalization  of 
infiltrating  neutrophils  with  expression  of  MMP‐9  in  the  jejunal  wall,  both  in  the 
destroyed mucosa and in the submucosa. 
Gelatin  zymography  was  able  to  further  characterize  the  role  of  trypsin  in 
inducing MMP‐9 infiltration in the intestinal wall.  This technique clearly shows that in 
acute  small  intestinal  ischemia‐reperfusion  the presence  of  trypsin  is  associated with 
significant accumulation of MMP‐9; in contrast, the accumulation of this enzyme in any 
of the other three experimental groups is mostly negligible.  The zymogram also adds to 
the hypothesis  that at  least part of  the  existing MMP‐9 molecules are neutrophilic  in 
origin, since it also showed bands for neutrophil‐specific MMP‐9 dimers. 
The samples used in this gelatin electrophoresis zymography contained 25 μg of 
protein.  We were not able to perform a Western Blotting experiment since the highest 
concentration  of  protein  per  well  of  electrophoresis  that  we  could  achieve 
(corresponding to approximately 50 μg of protein per well) was not enough to obtain a 
sensitive  result.    To  obviate  this  problem,  we  considered  the  possibility  to  apply 
techniques to concentrate proteins in the supernatant (i.e., liofilization); however, since 
the sampling procedure for the isolated  jejunal loop yielded a  low working volume of 
supernatant,  the volume  losses  incurred during  the process of  liofilization would not 
allow us  to  isolate sufficient volume  for  the necessary assays.   Nonetheless, and after 
integrating  the  results  of  the  gelatin  zymography with  the  rest  of  the  experimental 
results  (namely  the  immunofluorescence  and  the  in  situ  zymography),  we  feel 
comfortable to state that gelatin zymography reliably confirms that MMP‐9 is increased 
in this experimental model for acute intestinal ischemia‐reperfusion. 
Strikingly, gelatin zymography also showed that in this setting of acute ischemia‐
reperfusion MMP‐9  appears  preferably  as  its  active  form  (mostly  at  82  kDa).    This 
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Figure 4.7.  Fluorescent in situ zymography for gelatinase activity in jejunal
sections.  The four images show non-ischemic control intestine (Panel A), control
intestine with intraluminal trypsin lavage (Panel B), control intestine after
ischemia and reperfusion (Panel C) and intestine after ischemia-reperfusion
with trypsin in the lumen of the intestine (Panel D), as described in the top left
corner. Ischemia-reperfusion in the presence of trypsin is associated to a major
increase of gelatinase activity in the damaged wall of the intestine. This activity
is abolished by EDTA, confirming matrix metalloproteinases as its source.
sm, submucosa; mu, muscularis.  Bars indicate a distance of 30 µm.
 
Figure 4.8.  Fluorescent in situ zymography for gelatinase activity in jejunal
sections.  This photomicrography was obtained from the jejunum of an animal
subjected to ischemia-reperfusion in the presence of pancreatic trypsin, and
shows adherent leukocytes to the endothelial surface of submucosal
postcapillary venules.  Of note is the leukocyte in focal plane (arrowhead),
showing an unfrequently observed pattern of detailed intracellular granules
with gelatinolytic activity.  This activity is abolished by EDTA, confirming matrix
metalloproteinases as its source.
Bar indicate a distance of 10 µm.
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Figure 4.9.   Representative examples of dual immunofluorescence labeling of
intestinal wall submucosa from the isolated jejunal loop with antibody against
MMP-9 (A, C) and  neutrophils (B, D) following ischemia-reperfusion in the
presence of pancreatic trypsin. For each pair of complementary immunostaining
(panels A/B and C/D), the images were taken at the same position and show direct
co-localization of MMP-9 and neutrophils.  In panels C and D MMP-9 positive
neutrophils adherent to the endothelial surface of a post-capillary venule in the
submucosa are shown.
Bars indicate a length of 10 mm.
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happens in spite of the fact that the samples were processed at all times in the presence 
of  effective  concentrations  of  inhibitors  for  several  serine  and  cysteine  protease  that 
could mediate the proteolytic conversion of the MMP‐9 proform (92 kDa) into the lower 
molecular weight active form.  Essentially, this precaution precludes that the molecules 
of  trypsin  from  the  perfusate  buffer  to  process  MMP‐9  molecules  present  in  the 
intestinal  wall  into  lower  molecular  weight  forms  during  tissue  homogenization 
procedure.   However,  it  does  not  interfere with  a  similar  processing  of MMP‐9  by 
trypsin earlier during  the reperfusion period  (i.e.,  in vivo).   Thus,  the  fact  that MMP‐9 
molecules  are  present  as  the  active  form  strongly  suggests  that  the  proteolytic 
conversion  of  proMMP‐9  released  by  activated  neutrophils  did  not  occur  after  the 
collection of the intestinal wall for processing.  It favors instead the hypothesis that the 
processing  of  proMMP‐9  occurs  in  vivo  during  the  reperfusion  period,  when  the 
mucosal barrier becomes disrupted and  the molecules of  trypsin present  in  the  lumen 
invade the intestinal wall. 
 
4.3.5. Pancreatic Trypsin  
  To  investigate  whether  trypsin  can  effectively  convert  the  zymogen  forms  of 
MMP‐9, released by reperfusion‐activated neutrophils, into the lower molecular weight 
forms, we  incubated  isolated peripheral human neutrophils with pancreatic trypsin  in 
the presence of phorbol‐myristate acetate  (PMA), a potent neutrophil activator  that  is 
known  to  cause degranulation  of  neutrophil  tertiary  granules  and  release  of MMP‐9 
contained therein.  The presence of MMP‐9 and its state of activation was evaluated by 
gelatin zymography of aliquots of the supernatant (Figure 4.11.) 
In  the absence of  trypsin and PMA  the  release of MMP‐9  into  the  supernatant 
was negligible, and can be taken to represent the baseline level of neutrophil activation 
caused by the careful isolation procedure.  As expected, PMA alone caused neutrophils 
to release MMP‐9 into the supernatant.  In this setting MMP‐9 was present mostly as the 
higher molecular weight proform.  The presence of trypsin was required to induce the 
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fast  conversion of  this metalloproteinase  into  its active  lower molecular weight  form.  
The concentration of pancreatic trypsin required to produce this effect was  low, being 
evident  at  the  lower  end  of  concentration  range  used  (0.01  μM).   Nevertheless,  this 
process  is  apparently  dependent  on  the  concentration  of  trypsin  used,  since  the 
phenomenon was more prominent with higher concentrations of this serine protease. 
We  also  found  that  trypsin  alone was  able  to  cause  some  level  of  neutrophil 
activation, with proMMP‐9 release into the medium (and later activation).  
We  considered  the  possibility  that,  in  this  experimental  setting,  the  release  of 
MMP‐9 by neutrophils might have been  caused by  trypsin‐induced neutrophil death 
through  proteolytic  digestion,  and  subsequent  spill‐over  of  the  MMP‐9  molecules 
contained in their intracellular granules into the supernatant.  To address this concern, 
an aliquot of the incubated neutrophils was assayed for cell death using the trypan blue 
dye  exclusion  test after  each  individual  experiment.   The  results  (Table 4.3) obtained 
rule out the possibility of differential neutrophil killing by the various concentrations of 
trypsin used, since the percentage of viable neutrophils at the end of the experiments is 
similar in all groups. 
 
4.3.6.  The  Conversion  of  proMMP‐9  by  Trypsin Occurs  Very  Rapidly  Following  its 
Release 
  In  the  experiment described above, we  concluded  that proMMP‐9 derived  from 
the  neutrophil  could  be  proteolytic  cleaved  (and  therefore  activated)  by  pancreatic 
trypsin  following  its  release.    It was also shown  that  this process occurs very  rapidly 
following  the  release  of  MMP‐9,  having  progressed  intensely  within  the  initial  60 
minutes of  incubation.   We next asked what  the dynamics of  this process was within 
those  60 minutes  of  incubation,  to  understand  how  soon  do  the MMP‐9  zymogens 
become substantially converted following its release by activated neutrophils. 
  For  that  purpose,  we  incubated  isolated  peripheral  human  neutrophils  with 
pancreatic  trypsin  at  a  concentration  (1  μM)  that,  according  to  the  results  shown 
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Figure 4.10.  Gelatin gel
zymography (representative of
reporting MMP-9 activity in
intestinal loops of tissue derived
from (-) sham controls (four left
lanes) and after (+) ischemia and
reperfusion (four right lanes) with
(+) and without (-) pancreatic
trypsin.  Each lane stands for a
different experimental animal,
and the results shown are
representative of N=4 in each of the four groups.  In this experiment MMP-9 appears
mostly in its active form (82 kDa). Lane H represents human MMP-9/MMP-2 standards
and lane N represents neutrophil-derived MMP-9 standards. Addition of EDTA to the
developing buffer abolished the bands, while Pefabloc SC did not cause changes.
Samples from experimental animals contained 25 mg of protein/well.
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Figure 4.11.  Gelatin zymography (representative of three independent experiments)
from the supernatants of human neutrophils incubated for 60 minutes with (+) and
without (-) PMA (100 nM) stimulation.  PMA promotes the release of  significant
amounts of proMMP-9 into the supernatant, and this enzyme is further converted
into the active lower molecular weight forms in the presence of pancreatic trypsin
(added initially in a range of different concentrations).  At higher concentrations,
trypsin itself is also able to promote release of MMP-9 into the supernatant.  Lane H
represents human MMP-9/MMP-2 standards.
TABLE 4.3.  Neutrophil viability after incubation with pancreatic trypsin  
CTRL TRYPSIN 
81.4±2.73 83.6±1.62 
Mean ± SD in percentage of viable cells, assessed by the trypan blue exclusion assay. Measured 
from aliquots of human neutrophil suspensions incubated for 60 minutes with 1 mM pancreatic 
trypsin (TRYPSIN) or buffer alone (CTRL). 
P = non significant 
N = 5 in both experimental groups. 
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Figure 4.12.  (Panel A) Gelatin zymographic detection of MMP-9 from the
supernatants of human neutrophils activated with pancreatic trypsin (1 mM) and
collected at different timepoints afterwards (representative of four independent
experiments).  The process of proMMP-9 activation becomes prominent very rapidly
following the release of MMP-9 (less that 15 minutes after neutrophil stimulation).
The rapid proMMP-9 activation is also observed with the MMP-9 heterodimers.  In
Panel B the densitometric measurements from the proMMP-9 and the activated
MMP-9 bands are shown (four independent experiments), and consubstantiate the
previous observations. Faint bands for lower molecular weight MMP-9 fragments
can also be observed.
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previously,  can  not  only  convert  proMMP‐9  to  its  active  form  but  also  activate 
neutrophils by  itself.   In suit, we collected supernatant from this media and evaluated 
the  release  of MMP‐9  by  the  cells  and  its  conversion  to  the  active  lower molecular 
weight form by gelatin zymography (Figure 4.12.). 
  With  this  experiment we  can  clearly demonstrate  that  the  release of MMP‐9 by 
neutrophils  activated with  pancreatic  trypsin  starts  early  following  the  beginning  of 
incubation,  and  apparently  reaches  a  plateau  30  minutes  after  the  beginning  of 
incubation.   On  the other hand,  the process of pro‐MMP‐9  conversion  into  the active 
form by pancreatic trypsin also starts rapidly, and the zymographic pattern of MMP‐9 
activation can already be identified 15 minutes into the incubation period.  It is of note 
that, following the peak of proMMP‐9 release reported 30 minutes after the incubation 
was started, pancreatic trypsin apparently accounts for an almost complete conversion 
of  the  92  kDa  proMMP‐9  into  the  active  82  kDa MMP‐9  form within  a  60 minutes 
timeframe.   Interestingly, even  lower molecular weight bands can be visualized  in the 
zymogram.    According  to  the  literature,  these  bands  probably  account  for  further 
proteolytic  processing  of  the  enzyme with  cleavage  of  protein  domains  not  directly 
involved in substrate (in this case, gelatin) binding and cleavage, such as the hemopexin 
and/or fibronectin‐like domains. 
  In addition to these findings regarding the monomeric form of MMP‐9, the results 
observed at the molecular weight range of the heterodimers generally coincide with the 
former, namely a pattern of release into the supernatant peaking at 30 minutes, and an 
almost complete proteolytic conversion into a lower molecular weight form within the 
60 minutes of incubation. 
  Again, we were  able  to  exclude  that  the  release of MMP‐9  into  the  supernatant 
was due to neutrophil cell death and consequent spill‐over.  The reported results of the 
trypan  blue  dye  exclusion  test  performed  at  each  timepoint  for  all  the  independent 
experiments show low levels of cell death at the end of the experiment, with preserved 
neutrophil vitality during the incubation process. 
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 4.3.6. Concluding Remarks 
  Lumen‐derived pancreatic  trypsin may  serve  to  rapidly  activate MMP‐9 during 
ischemia‐reperfusion  of  the  small  intestine.  Trypsin  is  a  potent  in  vitro  activator  of 
proMMP‐9,  but  its  in  vivo  relevance  was  regarded  to  be  limited,  due  to 
compartmentalization of these enzymes. Several groups have reported a potential role 
for  trypsin  in  the  activation  of MMP‐9  in  neoplasia  growth,  acute  pancreatitis,  and 
inflammatory bowel disease. During acute  intestinal  ischemia‐reperfusion, we observe 
that pancreatic trypsin invades the intestinal wall through the ruptured mucosal barrier 
and acts as na acute activator of MMP‐9 released by infiltrating neutrophils. 
    A  considerable  body  of  evidence  suggests  that  intestinal  ischemia‐
reperfusion is frequently followed by shock and multi‐organ failure (Abello et al, 1994). 
The process is accompanied by production of powerful inflammatory mediators with a 
variety of pathophysiological activities,  including the suppression of different cell and 
organ functions and the exacerbation of shock symptoms (Peitzman et al, 1995). In the 
past,  a  number  of  inflammatory mediators  have  been  proposed,  including  reactive 
oxygen and nitrogen metabolites, platelet‐activating  factor,  leukotriene B4, endotoxin, 
and  cytokines.  But most  interventions  against  these mediators  have  shown  limited 
success against the deleterious progression of shock.6 
  Evidence that pancreatic digestive enzymes may produce not only activating but 
also  cytotoxic mediators  for  leukocytes  and  other  cells  in  the  microcirculation  was 
obtained  (Kistler  et  al,  2000a,  2000b).  It was  hypothesized  that  pancreatic  digestive 
enzymes  enter  the  wall  of  the  intestine  on  elevation  of  the  mucosal  epithelial 
permeability after  ischemia‐reperfusion. The production of  inflammatory mediators  in 
mesenteric ischemia‐reperfusion can be inhibited by blockade of digestive proteases in 
the lumen of the intestine, a procedure that attenuates many symptoms of experimental 
shock  (Deitch  et  al,  2003;  Fitzal  et  al,  2003)  Inflammatory  mediators  are  readily 
produced  in  vitro  from  intestinal  tissue  in  the presence of digestive  enzymes,  among 
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which  pancreatic  trypsin  serves  as  a  particularly  potent  producer  of  mediators  for 
leukocyte activation (Waldo et al, 2003). 
  The  inflammatory mediators produced by proteolytic digestion  of  the  intestinal 
wall  consist  of  both  peptide  and  lipid  components, many  of which with molecular 
weight below 10 kDa (Kramp et al, 2003) This process of proteolytic digestion of matrix 
may  reveal  hidden  bioactive  epitopes,  previously  denoted  as  toxic  or  matricryptic 
peptides (Davis et al 2000). 
  The  current  evidence  shows  that  in  addition  to  its  ability  to  generate  toxic 
peptides, pancreatic  trypsin may also  serve  to enhance  the activity of other proteases 
such as  that of MMP‐9, and possibly amplify  tissue damage produced by proteolytic 
enzymes. Neutrophil‐derived MMP‐9 may act in collaboration with pancreatic digestive 
enzymes in generating inflammatory mediators during intestinal ischemia‐reperfusion. 
Thus,  there  may  be  multiple  enzymatic  mechanisms  that  could  lead  to  release  of 
inflammatory mediators after intestinal ischemia‐reperfusion into the intestinal venous 
circulation  and  into  the  lymphatics.  On  one  hand,  inflammatory  mediators  can  be 
directly produced by proteolytic cleavage with pancreatic digestive enzymes, which is 
in  line  with  the  evidence  that  inhibition  of  pancreatic  digestive  enzymes  during 
intestinal  ischemia‐reperfusion  reduces  inflammation  in  shock.  Matrix 
metalloproteinases  may  also  play  a  role  in  the  creation  of  proteolytic‐derived 
inflammatory mediators.  The  results  obtained  in  this  study might  not  only  help  in 
defining  a  unique  pathophysiological  role  for  MMP‐9  and  pancreatic  trypsin  as 
proinflammatory  agents  in  intestinal  ischemia‐reperfusion,  but  also  provide  an 
important  insight  into  developing  potential  therapeutic  interventions  for  intestinal 
ischemia‐reperfusion and other intestinal inflammatory pathologies. 
  The  inhibition  of  pancreatic  enzyme  activity  has  served  as  an  effective way  to 
prevent formation of inflammatory peptides. Its effectiveness may be further enhanced 
by  concomitant  inhibition  of  MMP‐9.  Results  from  animal  experiments 
(pharmacological  inhibition  and  MMP‐9  knockout  animals)  in  several  models  of 
ischemia‐reperfusion and  inflammation show  feasibility of MMP‐9 blockade  (Asahi et 
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al, 2000, 2001; Dubois et al, 2002; Ducharme et al, 2000; Lalu et al, 2003; Maitra et al, 
2003; Romanic et al, 2002; Wielockx et al, 2001). The feasibility to control the progression 
of  intestinal  ischemia  reperfusion  in  this manner  remains  to  be  explored  under  pre‐
clinical and clinical conditions.  
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CHAPTER V 
SUMMARY AND CONCLUSIONS 
 
 
 
5.1. Summary 
  Matrix  metalloproteinases  have  been  implicated  in  a  variety  of 
cardiovascular  pathologies.    Recent  studies  have  demonstrated  that  infiltrating 
neutrophils  release matrix metalloproteinase‐9  after myocardial  ischemia‐reperfusion, 
resulting  in  a  more  robust  extracellular  matrix  turnover.    Others  have  shown  that 
inhibition of matrix metalloproteinases during hepatic  ischemia‐reperfusion decreases 
morphological injury in the liver.  It has also been demonstrated that pancreatic trypsin 
potentiates  the  activity  of  the  metalloproteinases,  enhancing  the  pathogenesis  of 
pancreatitis‐associated  lung  injury.    Despite  these  findings,  the  role  of  matrix 
metalloproteinases in intestinal ischemia‐reperfusion has not yet been explored. 
  Intestinal  ischemia‐reperfusion has been described  as  a  localized pathology  that 
often leads to multiple organ dysfunction.  Lefer previously reported that reperfusion of 
an ischemic intestine leads to the production of myocardial depressant factor resulting 
in  compromised  cardiac  function  and  the  exacerbation of  shock.   Other  studies have 
demonstrated  that  intestinal  ischemia‐reperfusion  generates  several  inflammatory 
mediators  including  reactive  oxygen  metabolites,  platelet‐activating  factor  and 
leukotriene B4.  We have previously postulated that additional inflammatory mediators 
may be produced during intestinal ischemia‐reperfusion by proteolytic cleavage of the 
extracellular matrix.   These hypotheses parallel  those of other studies suggesting  that 
protease digestion of extracellular matrix proteins may reveal hidden bioactive epitopes 
or inflammatory mediators, collectively termed matricryptic sites. 
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  The  strength  of  proteolytic  activity  during  intestinal  ischemia‐reperfusion may 
result  from an  increased  inflammatory  reaction modulated by  the  intestinal  contents.  
Previous studies have shown that pancreatic trypsin is a potent in vitro activator of the 
zymogen  forms  of matrix metalloproteinases,  although  a  physiological  role  for  this 
process has not yet been disclosed.  Furthermore, others have shown that trypsin alone 
stimulates  neutrophils  to  degranulate  and  release MMP‐9.    Pancreatic  trypsin  in  the 
disrupted  intestinal  lumen  could  thus  serve  as  both  a  stimulus  of  matrix 
metalloproteinase release as well as a mechanism of enzyme activation. 
We set up to characterize the involvement of MMP‐9 in intestinal ischemia‐reperfusion 
to clarify whether pancreatic trypsin can play a role in acute activation of this enzyme. 
The results obtained might not only define a unique pathophysiological role for trypsin 
as  a  pro‐inflammatory  agent  but  also  provide  an  important  insight  in  developing 
potential  therapeutic  interventions  for  intestinal  ischemia‐reperfusion  and  other 
intestinal inflammatory pathologies. 
 
5.1.1. Participation of MMP‐9 in the response to intestinal ischemia‐reperfusion 
  First, we hypothesized that MMP‐9 activity is elevated during intestinal ischemia‐
reperfusion, thus contributing to the destruction of the intestinal villi and revelation of 
matricryptic inflammatory mediators.   Accordingly we intended to identify the source 
and  localization  of  elevated  matrix  metalloproteinases  in  the  intestine  following 
superior mesenteric  arterial  occlusion  and  reperfusion.  Furthermore, we proposed  to 
analyze  the potential role played by pancreatic  trypsin  in  the  infiltration of MMP‐9  in 
the intestinal wall and its activation applying a modified model for intestinal ischemia‐
reperfusion. 
An  animal  model  (rat)  for  acute  intestinal  ischemia‐reperfusion  was  developed, 
applying  a  clamp  to  occlude  the  superior mesenteric  artery  (and  compensating  for 
heterogeneity  of  injury  due  to  marginal  collaterals  from  the  celiac  and  inferior 
mesenteric arteries) for 45 minutes followed by 90 minutes of reperfusion. This model 
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was established after a pilot assay  that defined  the optimal  timepoints of  reperfusion 
necessry  to  induce a significant amount of histological  injury  to  the  intestinal wall;  in 
this  concern,  90  minutes  were  considered  to  be  the  minimum  ideal  duration  of 
reperfusion. The histology of  the small  intestine  in  this model of  ischemia‐reperfusion 
showed  intense  damage  with  mucosal  destruction  and  transmural  inflammation, 
adequately superimposable  to  the classic pathological presentation of  the disease. For 
additional  methodological  validation,  continuous  hemodynamic  monitorization 
(invasively,  with  a  femoral  catheter)  was  performed  during  the  experiments;  this 
allowed  us  to  verify  that  upon mesenteric  reperfusion  a  significant  drop  in  arterial 
pressure  occurs,  and  that  this  decrease  is maintained  thereafter  until  the  end  of  the 
experiment.  This  was  the  expected  response  in  a  situation  of  intestinal  ischemia‐
reperfusion, which  is  associated  to  intense  systemic  inflammation  and hemodynamic 
compromise. 
  In  follow  up  we  characterized  the  involvement  of  matrix  metalloproteinase 
activity in intestinal ischemia‐reperfusion. Using the technique for in situ zymography 
we  performed  a  detailed  spatial  localization  of  gelatinolytic  activity  (specific  for 
metalloproteinases 2 or 9) in histological sections of small intestine. An increase of this 
enzymatic  activity  during  ischemia‐reperfusion  was  demonstrated,  namely  in  the 
submucosa where a rich cellular  infiltrate  is present,  in direct association with  intense 
gelatinolytic activity. 
  To identify the type of predominant gelatinolytic metalloproteinase in this setting 
we  used  small  intestine  homogenates  and  performed  electrophoretic  gelatin 
zymography. By  comparing  the bands of gelatinolytic activity with molecular weight 
bands  and  standards  for  matrix  metalloproteinase  9  and  2  we  confirmed  that  the 
increase  in gelatinolytic activity during  ischemia‐reperfusion  is predominantly due  to 
increased  presence  of  metalloproteinase‐9.    An  increased  expression  of  matrix 
metalloproteinase  9  was  confirmed  applying  the  technique  of  immunoblotting  to 
electrophoresis of the same homogenates. 
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  Gelatin zymography also demonstrated the presence of significant amounts of the 
homo and heterodimeric  forms of matrix metalloproteinase 9.   Since  these molecular 
forms  are  specifically  expressed  in  the  neutrophil,  this  was  highly  suggestive  that 
neutrophils  are  the major  source  of matrix metalloproteinase  9  in  intestinal  ischemia 
reperfusion. To respond to this question we performed a histochemical stain specific for 
neutrophilic myeloperoxidase to quantify the  infiltration of these cells  in the  intestinal 
wall, and we were able to show an increased presence of neutrophils , which correlates 
positively with the amount of matrix metalloproteinase 9 infiltrating the intestinal wall 
in  each animal. Lastly,  combined  immunofluorescence  for matrix metalloproteinase 9 
and  a  specific  cell  marker  for  neutrophils  demonstrated  an  elevated  level  of 
colocalization.  These  experiments  allowed  us  to  conclude  that  the major  source  for 
matrix metalloproteinase 9 in acute intestinal ischemia‐reperfusion is the neutrophil. 
 
5.1.2.  Characterization  of  pancreatic  trypsin  as  a  potent  in  vitro  activator  of  the 
neutrophil. 
The use of gelatin zymography to evaluate neutrophil degranulation by measuring the 
release  of  MMP‐9  also  allows  detection  of  trypsin‐induced  conversion  of  released, 
inactive proMMP‐9 into the active, lower molecular weight MMP‐9. This approach will 
also permit to identify trypsin itself as a potential activator of MMP‐9 in a situation of 
neutrophil degranulation. 
In the presence of the activator PMA, the neutrophils release high amounts of MMP‐9 
and  its  dimers, mostly  as  proenzyme.  The  addition  of  trypsin  causes  proMMP‐9  to 
convert  into MMP‐9 and active  lower molecular weight  forms of  the enzyme. On  the 
other  hand,  trypsin  alone  causes  a  concentration‐dependent  degranulation  of  the 
neutrophils, as marked by MMP‐9 release, and simultaneous activation of the latter. 
We developed  a  surgical  technique  in  the  rat which  allowed  to  study  the  effect of  a 
single  mediator  present  in  the  intestinal  lumen  during  ischemia‐reperfusion,  by 
isolation of a single  loop of  the  jejunum  (while keeping  its vascularization  intact) and 
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lavage of the lumen with buffer. To evaluate the effect of pancreatic trypsin, it could be 
added  to  the  lavage buffer. Histology validated  this model  for  the study of  ischemia‐
reperfusion. In its absence the intestinal wall maintained its histological characteristics, 
while  induction  of  ischemia‐reperfusion  related  to  wall  damage.  The  presence  of 
pancreatic  trypsin  in  the  intestinal  lumen  potentiates  this  damage,  intensifying  the 
mucosal injury and the transmural inflammatory reaction (mainly in the submucosa). 
  We next demonstrated that the trypsin present in the intestinal lumen penetrates 
the  injured  mucosal  barrier  in  ischemia‐reperfusion.  The  technique  of  in  situ 
zymography  (adapted  to  identify serine proteases  like  trypsin)  in histological sections 
of  intestine was  able  to  confirm  that  trypsin  only penetrates  the  intestinal wall  after 
ischemia‐reperfusion. 
  To characterize  the acute  inflammatory  response associated with  this model, we 
applied a histochemical stain for the neutrophilic myeloperoxidase, and we were able to 
demonstrate  that  the  infiltration of  the  intestinal wall with pancreatic  trypsin during 
ischemia‐reperfusion  is  associated  with  potentiation  of  the  parietal  infiltration  of 
neutrophils.  We  complemented  this  observation  with  intravital  microscopy  of  the 
intestinal microcirculation with fluorescent staining of circulating neutrophils, whereby 
increased  leukocyte  rolling and adhesion was ascertained. Thus,  it was demonstrated 
that pancreatic trypsin performs a significant role in the promotion of the inflammatory 
response and neutrophil infiltration after intestinal ischemia‐reperfusion. 
  The  increased  neutrophil  infiltration  is  suggestively  associated  with  increased 
release  of matrix metalloproteinase  9  in  the  intestinal wall.  To  study  this  effect, we 
performed in situ zymography directed against gelatinolytic metalloproteinases and we 
identified  an  increase  of  its  proteolytic  activity  in  histological  sections  of  intestinal 
ischemia‐reperfusion  in  the  presence  of  pancreatic  trypsin.  Electrophoresis  gelatin 
zymography defined  that  this  increased gelatinolytic activity  is specifically associated 
with an increased expression of active matrix metalloproteinase‐9 in the intestinal wall. 
Finally, we were  able  to  prove  that  the  expression  of matrix metalloproteinase‐9  is 
associated  with  increased  neutrophil  infiltration  in  the  intestinal  wall.  Both  the 
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electrophoresis gelatin zymography showed high molecular weight bands compatible 
with neutrophil‐specific homo and heterodimers of matrix metalloproteinase 9 and the 
immunofluorescence,  combining matrix metalloproteinase  9  and  neutrophil  staining, 
confirmed  a  high  level  of  colocalization  between  neutrophil  infiltration  and  the 
expression of the enzyme in the intestinal wall. 
  The  neutrophilic matrix metalloproteinase  9  released  into  the  intestinal wall  is 
found mostly in the activated form, in a process that we propose to be dependent upon 
the action of pancreatic trypsin. To clarify the dynamics of this conversion process we 
performed an  in vitro study  in which we  identified trypsin to be a specific proteolytic 
activator  of  the matrix metalloproteinase  9  released by  the neutrophil  activated by  a 
proinflammatory  stimulus.  Gelatin  zymography  was  used  to  evaluate  neutrophil 
degranulation by measuring the release of matrix metalloproteinase‐9, but also allowed 
detection  of  trypsin‐induced  conversion  of  released,  inactive pro‐metalloproteinase  9 
into the active, lower molecular weight form. On the other hand, trypsin alone causes a 
concentration‐dependent  degranulation  of  the  neutrophils,  as  marked  by  matrix 
metalloproteinase 9 release, permitting to identify trypsin itself as a potential activator 
of matrix metalloproteinase 9 in a situation of neutrophil degranulation. 
   
5.2. Major Conclusions 
  Thus, the main conclusions of this body of experiments are: 
  i)  Intestinal  ischemia‐reperfusion  originates  an  acute  and  intense  expression  of 
matrix metalloproteinase  9  in  the  intestinal wall,  and  its major  cellular  origin  is  the 
neutrophil. 
  ii) After secretion, matrix metalloproteinase 9  is rapidly activated by proteolysis, 
and this is a specific behavior on the intestine, as opposed to other organs. 
  iii)  In  intestinal  ischemia‐reperfusion  pancreatic  trypsin  induces  neutrophilic 
inflammation of the intestinal wall, and is thus involved in the increased expression of 
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matrix metalloproteinase  9  in  this  context.    The  enzyme  is  rapidly  expressed  in  the 
active form by proteolysis. 
  iv) Pancreatic trypsin is responsible for proteolytic activation of metalloproteinase 
9.  In adition, this digestive enzyme can function both as a neutrophil activator and as a 
inflammatory mediator during intestinal ischemia‐reperfusion. 
  These  processes  represent  a  novel  mechanism  for  acute  activation  of  matrix 
metalloproteinase  9,  and  open  new perspectives  regarding  the detailed  study  of  this 
pathophysiologic mechanism  in diverse  inflammatory pathologies, both  intestinal and 
systemic, and its application in efficient approaches and therapies. 
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CHAPTER VI 
MATERIALS AND METHODS 
 
 
 
6.1. Animals, Blood Samples and Reagents 
6.1.1.  Animals 
  Male rats (Rattus norvegicus; 350  ‐ 450 g, Charles River Laboratories, Wilmington, 
MA) were housed  in the University of California at San Diego (UCSD) Department of 
Bioengineering Animal Facility, under a controlled environment and maintained on a 
standard pellet diet for at least three days before initiation of experimental procedures.  
With  the  exception  of  a  specific  surgical protocol  (discriminated  below),  the  animals 
were  not  starved  prior  to  the  experiments;  this  was  done  to  better  simulate  a 
physiological  situation,  namely  the  maintenance  of  pancreatic  secretion  (including 
pancreatic proteases), which  is almost abolished during starvation.   The animals were 
sacrificed  at  the  end  of  the  experiment  with  an  intravenous  overdose  of  sodium 
pentobarbital (38 mg per rat, Abbott, North Chicago, IL). 
  The experiments were reviewed and approved by the UCSD Animal Use and Care 
Committee.   All animal handling, care and surgical manipulations were performed  in 
adherence  to  the National  Institutes  of Health Guidelines  on  the Use  of  Laboratory 
Animals.   Animal care and handling also complied with the European Convention for 
the  Protection  of  Vertebrate  Animals  Used  for  Experimental  and  other  Scientific 
Purposes  and  the European Union Directive  86/609/CEE,  as  translated  to Portuguese 
legislation (D.R.‐I Série‐B; nº 245: Portaria 1005/92 de 23 de Outubro).  Additionally, the 
design and ethical  implications of all  the performed experiments were  scrutinized by 
the Bioethics Commission of the Faculty of Medicine of Lisbon and given full approval. 
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  For our experiments we chose to use the Sprague‐Dawley outbred strain.  Unlike 
other  common  experimental  rat  strains,  Sprague‐Dawley  rats  are  resistant  to  the 
occurrence  of  acute  anaphylactic  reactions when  challenged with dextran  or dextran 
derivatives.    Since  we  intended  to  use  fluorescein‐labeled  dextran  in  intravital 
experiments  in  order  to  visualize  the  intestinal  microcirculation  of  experimental 
animals (methodology described in detail below), the choice of this experimental animal 
strain was straightforward. 
  Exceptionally, the experiments from where we measured the proteolytic activity of 
the intestinal lumen content (methodology described in detail below) were made using 
a different rat outbred strain, the Wistar strain.  These experiments, which belonged to a 
different research protocol, nevertheless represented the pilot studies that directed us to 
conceptualize  the  isolated  jejunal  loop  experiments  in  our  research  plan.    For  the 
biochemical and physiological parameters being measured  it  these  latter experiments, 
these two rat strains are not reported to show differences. 
6.1.2.  Blood Samples 
  Human peripheral venous blood was  collected  from healthy volunteers,  and  its 
collection was preceded by informed consent of the donors. 
  For experiments performed at  the University of California at San Diego  (UCSD) 
Department of Bioengineering  the collection of blood was done at  the UCSD Student 
Health Center,  in accordance with  the standing protocols at  the UCSD Department of 
Bioengineering  and  the  rules  enforced  by  the  UCSD  Human  Research  Protection 
Program. 
  For experiments performed at the Faculty of Medicine of Lisbon, the collection of 
blood was done at the Institute of Biochemistry and according to the protocol submitted 
to and approved by the Bioethics Commission of the Faculty of Medicine of Lisbon. 
6.1.3.  Reagents 
  Unless otherwise noted, reagents were from Sigma Chemical (St. Louis, MO). 
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  The manufacturer’s lot of pancreatic trypsin used in our experiments was reported 
by  the  supplier  to be  endotoxin‐free.   However,  and  to  further  control  this potential 
contamination, the vials used in our experiments were further analyzed to this regard.  
As  described  (Waldo  et  al,  2003),  pancreatic  trypsin,  at  experimental  working 
concentrations, was assayed  for  the presence of endotoxin by  the Limulus Amebocyte 
Lysate test, and the results confirmed endotoxin levels below the detection limit of the 
assay. 
 
6.2. Surgical Methodology 
6.2.1. Anesthesia and Catheter Placement 
  Initial  anesthesia  was  applied  intramuscularly  with  sodium  pentobarbital  (60 
mg/kg; Abbott).   After  full  surgical  anesthesia  of  the  animal was  achieved,  the  right 
jugular vein was cannulated with PE50 tubing (Clay Adams, Parcippany, NJ) to provide 
additional  anesthesia  (slowly  infused bolus of  sodium pentobarbital,  20 mg/kg,  at  30 
minutes intervals), fluid replacement (warmed saline solution of 0.9% sodium chloride) 
and  administration  of  substances.   A  cannula was  also  inserted  into  the  left  femoral 
artery  using  PE50  tubing  to  assess  central  hemodynamic  parameters  throughout  the 
course of experimentation.   Both vascular catheters were filled with a solution of 0.9% 
sodium chloride supplemented with sodium heparin (at a concentration of 10 U/mL) to 
prevent blood clothing inside the cannula. 
  To  facilitate  breathing  and  obviate  the  risk  of upper  airway  obstruction due  to 
accumulation  of  secretions,  a  tracheotomy  was  performed  and  a  cannula  of  PE260 
tubing (Clay Adams) was inserted in the trachea.  To prevent hypothermia the animals 
were  kept  on  a  water‐heated  (38.5º  C)  surgical  platform  at  all  times  during  the 
experiments. 
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6.2.2.  Measurement of Central Hemodynamic Parameters 
  Systemic cardiovascular parameters  (arterial blood pressure and heart rate) were 
continuously  monitored  during  all  animal  experiments  and  recorded  at  specific 
experimental  time points.   A Statham Pressure Transducer  (Gould Medical Products, 
Oxnard, CA) was  connected  to  the  femoral artery  cannula.   The  resulting  signal was 
amplified by a CTH‐2000 Amplifier (CB Sciences, St. Dover, NH) and displayed onto a 
G3 Macintosh  computer  using  the MacLab  8E  Interface  (AD  Instruments, Mountain 
View, CA).  The relevant central hemodynamic parameters (systolic, diastolic and mean 
arterial blood pressure; heart  rate) were  computed  from  the  resulting blood pressure 
curve  by  the  MacLab  8E  system  and  immediately  displayed  on‐screen  for 
monitorization  and  recording.   All  pressure  values were  displayed  as milimeters  of 
mercury (mmHg) and heart rate as beats per minute. 
  The precision of this system was regularly assessed and calibrated by comparison 
with the pressure values measured by a mercury column sphygmomanometer.  At the 
beginning of every experiment the intensity of the signal corresponding to hydrostatic 
pressure of 0 mmHg was acquired by connecting the system to the atmosphere through 
a  three‐way  stopcock,  and  during  the  experiments  the  pressure  transducer  was 
maintained  at  the  same  height  as  the  heart  of  the  animal  in  order  to  avoid  the 
introduction of  errors  in pressure measurement.   Since  the  administration of  sodium 
pentobarbital  is  associated with  a measurable  cardiovascular depressing  effect,  every 
additional  anesthesia  bolus  was  injected  at  least  10  minutes  before  all  recorded 
experimental measurements,  in  order  to  avoid  the  immediate,  but  short‐term  acting, 
hypotensive effect of this drug. 
 
6.2.3. Superior Mesenteric Artery Occlusion 
  An abdominal midline incision was performed and the superior mesenteric artery 
was  identified and carefully  isolated close  to  its emergence  from the abdominal aorta.  
After measuring  the mean arterial blood pressure, each of  these arteries was clamped 
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for  45  minutes  using  atraumatic  microsurgical  bullclamps  (World  Precision 
Instruments,  Sarasota,  FL),  and  the  induction  of  ischemia  to  the  small  intestine was 
confirmed  by  observing  the  blanching  of  the  intestinal  wall.    The  animals  were 
subsequently observed  for up  to  90 minutes of  reperfusion  following  removal of  the 
clamps. 
  The mesenteric  collateral  arterial  arcade  at  the  proximal  jejunum  and  terminal 
ileum were also secluded from the surrounding adipose tissue and ligated with 7/0 silk 
sutures prior to the induction of ischemia.  The mesenteric collateral arterial arcade runs 
along the mesenteric border of the intestinal wall and provides arterial anastomosis of 
the superior mesenteric artery territory with the celiac artery cephalically and with the 
inferior mesenteric artery caudally.  Pilot studies demonstrated that the occlusion of this 
anastomotic  mesenteric  collateral  arterial  arcade  was  required  to  produce  total 
homogenous  ischemia of  the small  intestine.  If  this procedure was not performed,  the 
ischemia‐reperfusion  injury  to  the  small  intestinal wall would have a patchy pattern, 
different  in each animal, and  the standard selection of  the  jejunal  loops  to be studied 
would  thus  carry  a  non‐controllable  confounding  variable  to  it.    Furthermore,  the 
clamping  of  these  collateral  arcades  can  secondarily  give  some  insight  into  the 
pathogenesis  of  systemic  hypoperfusion  (e.g.,  hemorrhagic  shock)‐induced  intestinal 
damage  (representing  a decrease  of  intestinal blood  flow not  only  from  the  superior 
mesenteric  artery  but  also  from  the  celiac  and  inferior  mesenteric  arteries),  while 
avoiding the confounding effects on the intestinal inflammatory response brought upon 
by ischemia‐reperfusion to other organs systemically. 
 
6.2.4. Isolated Jejunal Loop Ischemia‐Reperfusion 
  An abdominal midline incision was completed and an initial  jejunal loop (4‐5 cm 
long,  selected  from  the  initial  10  cm  of  jejunum  after  the Treitz  angle) with  a  single 
vascular  pedicle was  isolated  (Figures  6.1  and  6.2).    The  arteries  of  the  anastomotic 
mesenteric  collateral  arcade  were  ligated  with  7/0  silk  sutures  (upstream  and 
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downstream  from both  sectioning  surfaces)  to prevent bleeding, and  the  jejunal  loop 
was cut free from the rest of the intestine.  This procedure allows the preservation of an 
intact vascular pedicle  (consequently, with an  intact blood  supply)  from  the  superior 
mesenteric artery into this single jejunal loop whose vitality is thus preserved. 
  The  luminal  content was  carefully washed away with 50 mL of Krebs‐Henseleit 
buffered saline solution (NaCl 132.0 mM; KCl 4.7 mM; CaCl2 2.0 mM; MgSO4 1.2 mM; 
NaHCO3  2.2 mM).      The  jejunal  segment was  then  attached  to  a  perfusion  system 
comprising a peristaltic pump and an inflow and outflow reservoir for the intraluminal 
perfusate.   The  jejunal  loop was  subjected  to  continuous  intraluminal perfusion with 
Krebs‐Henseleit  buffered  saline  solution  under  physiologic  conditions  (defined  and 
standardized  in  a  number  of  pilot  assays):  controlled  intraluminal  pressure 
(approximately 10 mmHg; measured with a Statham Pressure Transducer connected to 
the flow system upstream from the intestinal loop, amplified by a CTH‐2000 Amplifier 
and  displayed  onto  a  G3  Macintosh  computer  using  the  MacLab  8E  Interface), 
temperature (37ºC‐38ºC, maintained by a warming plate), pH (7.4) and osmolarity (280 
mOsm‐290 mOsm; measured with  a  cryoscopic osmometer Osmomat  030  – Gonotec, 
Germany).    The  Krebs‐Henseleit  buffered  saline  solution was  continuously  bubbled 
with a mixture of 95% N2 and 5% CO2.  The addition of CO2 is a key contributor to the 
maintenance of the pH of the bicarbonate‐containing buffered solution, while the N2 is 
used  to  dislodge  the  naturally  dissolved  atmospheric  O2  from  the  buffer  (thereby 
preventing  non‐physiological  supply  of  O2  from  the  intestinal  lumen  through  the 
mucosa,  which  could  interfere,  in  the  isolated  jejunal  loop,  with  the  induction  of 
ischemia and the response to reperfusion).   Additionally, the Krebs‐Henseleit buffered 
saline  solution  was  supplemented  with  bovine  pancreatic  trypsin  (1  mg/mL; 
approximately  42.6  μM)  in  some  of  the  animals.  This  concentration  of  trypsin  is 
consistent with  the physiologic  concentration  reported  for  this pancreatic protease  in 
the initial loops of the small intestine in the rat (Kong et al, 1997). 
  Throughout the duration of the experiment the isolated jejunal loop was carefully 
enveloped with plastic film to prevent it from drying and contact with atmospheric air, 
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Figure 6.2.  (next page) Demonstration of the detailed surgical approach to in-
duce ischemia-reperfusion of a single jejunal loop in the rat.  Panel A: Summa-
rized drawing of the surgical principle.  Panel B: Photographic representation
of typical surgical field.  Panel C: digitized rendering of the former for illustra-
tion, with legend below.  For additional information, see text.
A - Gauze-covered jejunal segment
B - Inflow connection from peristaltic pump
C - Outflow connection to waste bottle
D - Dripper of warm buffer
E - Water-heated surgical stage
F - Tracheal cannula
G - Jugular vein catheter
H - Femoral artery catheter
Figure 6.1.  Demonstration of the surgical field during the procedure to induce
ischemia-reperfusion of a single jejunal loop in the rat.  Panel A:  Photographic
representation of typical surgical field.  Panel B: digitized rendering of the former
for illustration, with legend below.  For additional information, see text.
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A - Jejunal segment
B - Vascular pedicle
C - Inflow connection from peristaltic pump
D - Outflow connection for waste bottle
E - Upstream jejunum
F - Downstream jejunum
G - Connection tubing
H - Dripper of warm buffer
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and  this  revetment was  continuously moistened with warm  (38.5ºC) Krebs‐Henseleit 
buffered saline solution to keep the tissue at a physiologic temperature. 
  The continuity of the intestine was reestablished, to prevent both the accumulation 
of the intestinal contents proximally to the isolated loop and its potential spillover into 
the surgical field and the intestinal cavity later during the course of the experiment.  To 
this effect, a polypropylene cylinder (manufactured at our laboratory; 2.5 cm of length 
and 5 mm of diameter) was applied internally in the intestinal wall of both the proximal 
and distal ends of  the  jejunum  from where  the  loop was  isolated.   The  two sectioned 
ends of the small intestine were then apposed over this cylinder; the apposition was not 
complete as the cylinder was manufactured with a polyethylene translucid window in 
its midline so  that  the mobilization of  the  intestinal contents across  the  ring could be 
monitored.    To  prevent  dislodgment  of  the  adapting  cylinder  (due  to  the  peristaltic 
motion of  the  intestine)  the  structure  incorporated  two circumferential grooves on  its 
outer surface, one on each extremity.   Each end of the intestine was tightly adapted to 
its respective groove by means of a surgical 4/0 silk suture established circumferentially 
over  the  intestinal outer  surface.   This apparatus permitted  the  continuous motion of 
the  luminal  contents  throughout  the  experiment  without  evidence  of  occlusion  or 
leakage.   This anastomotic  loop was  then kept apart  from  the main surgical  field, but 
nevertheless outside of the intestinal cavity for better monitorization of its vitality with 
less surgical manipulation, and to prevent compression of intraabdominal structures by 
the rigid plastic structure.  The intestine was kept moistened by covering it with gauze 
and  dripping  warm  (38.5º  C)  Krebs‐Henseleit  buffered  saline  solution  over  it  at 
intervals, while maintaining  isolation  from atmospheric air by covering  it with plastic 
film. 
  Our decision  towards  the use  of  this  non‐permanent  adapting device was  only 
considered since the experiment was short‐termed and the animal was to be sacrificed 
at the end of the experiment.  Pilot studies were performed to address the possibility of 
performing  a  simple  anastomotic  suture  of  the  two  ends  of  jejunum  in  order  to 
reestablish the continuity of the intestinal lumen, using standard surgical techniques for 
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manual  suture of  the  intestinal wall.   These  studies demonstrated  that  the procedure 
would be lengthy (with potential consequences to the vitality of the isolated loop under 
study) and would not produce a competent containment of  the  luminal contents  in a 
significant number of animals.  This situation might have been caused by the fact that, 
to  better  simulate  a  physiological  situation we  did  not  starve  the  animals  prior  to 
surgery.  The sometimes bulky intestinal content, associated with the necessarily strong 
peristalsis needed  for  its mobilization would eventually be  the cause  for  this  surgical 
complication. 
  In  the  animals  subjected  to  ischemia‐reperfusion  the  vascular  pedicle  to  the 
selected  jejunal  segment  was  clamped  for  45  minutes  (with  loss  of  blood  supply 
confirmed  by  observing  the  blanching  of  the  loop)  using  an  atraumatic  vascular 
bullclamp  (World  Precision  Instruments)  and  the  experiment  proceeded  for  an 
additional  reperfusion period of 90 minutes after  removal of  the clamp.   Animals not 
subjected  to  ischemia‐reperfusion of  the  jejunal  loop were  followed  for an equivalent 
duration of experimental time. 
 
6.2.4. Intestinal Lavage Protocol 
  In Wistar  rats  fasted  overnight,  the  upper  duodenum was  ligated  immediately 
after the pylorus and a polyethylene tube (PE 250, Clay Adams) was  inserted  into the 
duodenal  lumen  and  fixed  in  place with  a  4/0  silk  suture.  The  terminal  ileum was 
dissected  from  the mesentery,  sectioned at a  location  immediately proximal  from  the 
ileal‐cecal valve  and  the  resulting  incision used  to  create  an outflow orifice  from  the 
proximal end;  the distal end was closed with a  loop of 4/0 silk suture.   To both avoid 
leakage of the small intestinal content into the peritoneal cavity and for fluid sampling, 
an  extremity of a 5  cm‐long PE‐250 polyethylene  tube was  inserted  into  the  terminal 
ileum and  fixed  in place with a 4/0  silk  suture;  the other end of  the  tube was placed 
extra‐abdominally.  For the duration of the experiment, the animal was wrapped up in a 
heating blanket to prevent hypothermia. 
162
  The upper duodenum was gently  rinsed with 100 mL of warm Krebs‐Henseleit 
buffer solution either supplemented or not with the serine protease  inhibitor gabexate 
mesylate  (0.37 mM;  38.0  ° C, pH  7.6–7.8)  for  1 min  to  flush  the  content  of  the  small 
intestine. About 10 mL of  the  flushing buffer solution remained  in  the small  intestine 
after lavage. 
  Fluid  from  the  intestinal  lumen was  carefully  collected  from  the  terminal  (ileal) 
tubing to a syringe at different experimental timepoints. 
 
6.3. Intravital Microscopy 
  In a selected group of animals from the isolated jejunal loop ischemia‐reperfusion 
protocol we performed  intravital microscopy of  the  intestinal wall by epifluorescence 
microscopy, adapted from a previously described technique.    The animals were placed 
on a surgical pedestal adapted to a Leitz intravital epifluorescence upright microscope 
(Leitz,  Germany)  and  the  isolated  jejunal  loop  was  carefully  immobilized  over  a 
transillumination/epillumination  window  in  the  microscopic  light  path.    The 
microscope was  equipped with  a  long‐working  distance  20× water/saline  immersion 
objective (numerical aperture = 0.6; Leitz), which allowed continuous dripping of warm 
Krebs‐Henseleit  buffered  saline  solution  over  the  exposed  intestinal  loop  without 
interfering with the microscopic observation of the tissue. 
  All  intravital observations were performed at 90 minutes of reperfusion, or at an 
equivalent  time  point  in  the  control  experiments.    Each  animal  received  a  single 
intravenous  bolus  of  rhodamine  6G  (in  each  animal  200  μL/100  g  body weight  of  a 
rhodamine 6G solution of 1.6 mg/mL).   Rhodamine 6G  is a  fluorochrome  (absorption 
maximum: 521 nm  / emission maximum: 551 nm)  that  is readily  internalized by most 
cells, binding strongly to mitochondria.  In the blood circulation, it fluorescently labels 
leukocytes  (most  notably  neutrophils,  which  possess  an  important  number  of 
metabolically very  active mitochondria)  and platelets  (which  are  easily observable  at 
very high magnification, but do not interfere significantly with leukocyte observation at 
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a somewhat  lower magnification).   The  labeled  leukocytes were observed (Figure 6.3.) 
through  the  serosal  surface  of  the  intestine  in  the  post‐capillary  and  early  collecting 
venules of the intestinal wall (located in the intestinal submucosa). 
  Quantification  of  leukocyte‐endothelial  interaction was  performed  offline  from 
videotaped  sequences,  to  obtain  quantitatively  correct  data.    As  previously 
characterized, leukocytes were considered to be rolling if observed moving at a slower 
speed  than  adjacent  blood  cells,  and  counted  over  a  period  of  one  minute  (and 
quantified  as  the  number  of  rolling  leukocytes  per  100  μm  of  vessel  perimeter  per 
minute).   Adherent  leukocytes were defined as those that stayed  immobile for at  least 
30  seconds  and  counted  in  a  length  of  100  μm  (and  quantified  as  the  number  of 
adherent  leukocytes  per  square  millimeter  of  vessel  surface  area).    To  attenuate 
individual vessel variations,  these parameters were measured  in  ten randomly chosen 
venules  in  each  animal  and  the  numerical  value  averaged.   All measurements were 
normalized for the diameter of the vessel in which they were performed. 
  A potential problem of  the mobilization of  the  jejunal  loop onto  the microscopic 
stage  is  the  occurrence  of  stretching  to  the  vascular pedicle  or  to  the  intestinal wall, 
either  of  which  could  lead  to  impairment  of  the  loop  vascularization  because  of 
vasoconstriction or thrombosis.  In the case of an artificially low blood flow the rolling 
and adhesion criteria  for determination of  leukocyte‐endothelial  interaction, which by 
definition  are  blood  flow‐dependent,  likewise  would  be  altered.    To  address  this 
concern  we  injected  each  animal  with  a  single  intravenous  bolus  of  fluorescein 
isothiocyanate  (FITC)‐dextran  (150  kDa  dextran;  in  each  animal  400  μL  of  a  FITC‐
dextran  solution  of  25  mg/mL),  which  fluorescently  labels  the  plasma  (absorption 
maximum: 494 nm / emission maximum: 518 nm) and allows qualitative evaluation of 
blood  flow  in  both  the  capillaries  and  the  venular  territory  by  observation  of 
erythrocyte  trafficking as negative  images  (Figure 6.4.).   This  injection was performed 
after the  jejunal loop was stabilized under the light path of the microscope and before 
the  injection  of  rhodamine  6G.    Animals  that  presented  sluggish  blood  flow  (or 
effectively non‐existent blood flow) in the larger collecting venules and in the capillaries 
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Figure 6.3.  Examples of intravital microscopy of the jejunum.  The microcircu-
lation is fluorescently visualised after intravenous injection of a bolus of
rhodamine 6G which labels the mitochondria of circulating leukocytes and
parenchimal cells.  In panel A a deep collecting venule is represented, with ad-
herent leukocytes (arrowheads) to its endothelial surface.  In panel B, a submu-
cosal second-order postcapillary venule is observed.  The bright background
illumination shown in panel A is caused by the uptake of the fluorochrome by
mitochondria-rich epithelial cells of the intestinal mucosa; this phenomenon is
clearly observed in panel B, since the postcapillary venule is focally closer to the
mucosa.  The bright epithelial cells are observed by enfillade, parallel to the axis
of the villi (asterisk).  Bars indicate a length of 50 mm.
A B
*
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Figure 6.4.  More examples of intravital mi-
croscopy of the small intestinal microcir-
culation of the rat.  These images were col-
lected after the intravenous injection of
fluorescent dextran, which labels the
plasma and allows a negative-like image
of the blood flow.  In panel A a postcapillary
venule of the submucosa is shown, portray-
ing an area of turbulent flow (arrow) due
to a bifurcation (not observable at this plane
of focus).  This technique also allows ob-
servation of the almost geometrically ar-
ranged capillary network in the muscularis (panel B), and the corresponding lym-
phatic network (panel C).  In the latter case after enough time has ellapsed to allow
drainage of the fluorescent dextran from the blood and into the lymph.  The different
fluorescent tonalities account for different capture settings of the camera, to allow
optimal detection of the image in the given conditions of illumination.  Bars indicate
a length of 50 mm.
A B
C
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of the muscular layer were excluded from the protocol, as these would likely represent 
artifactual  changes  in  the distribution  of  blood  flow not  attributable  to  the  intestinal 
ischemia‐reperfusion injury.   As an additional observation, the drainage of fluorescent 
dextran from the lymphatic vessels located in the intestinal muscle layer at a later time 
point would  indirectly  reinforce  evidence  that  the  jejunal  loop was being  adequately 
perfused,  since  this  event  signifies  that  the  muscularis  layer  was  being  adequately 
permeated with fluorescent dextran‐labeled blood. 
  To obtain fluorescent  images, the sample was  illuminated with a 100‐W mercury 
vapor  lamp, and  the  light was passed  through a quartz collector, a heat  filter  (model 
KG‐2; Carl Zeiss) and  two different  filter block sets  (Ploempak, Leitz, Germany).   For 
visualization  of  the  fluorescent  light  emitted  by  rhodamine  6G  an  N2  filter  block 
(excitation:  515‐560  nm  /  emission  >580  nm) was  employed;  to  observe  fluorescence 
emitted by FITC‐dextran an L3 filter block (excitation: 450‐490 nm / emission >515 nm) 
was used. The  fluorescence  images were recorded with a color‐coupled charge device 
camera (model VI‐470; Optronics, Goleta, CA) at a frame rate of 1/60 of a second, and 
recorded  in a videocassette using a S‐VHS video recorder  (model AG3600; Panasonic, 
Japan)  for  later  off‐line  analysis.    Selected  images  were  digitized  into  a  laboratory 
computer  equipped  with  a  frame  grabber  (controlled  by  NIH  Image  version  1.61; 
512×512 pixels, 8‐bit gray level resolution). 
 
6.4. Intestinal Sample Preparation 
6.4.1. Histological Sections 
  After  rinsing  the  intestine with  isotonic 10 mM phosphate buffered saline  (NaCl 
138.0 mM; KCl 2.7 mM) solution (pH 7.4) at 4ºC, jejunal samples were embedded in TBS 
Freezing Medium (Triangle Biomedical Sciences, Durham, NC) within disposable base 
molds (Electron Microscopy Sciences, Ft. Washington, PA).  The entire sample was snap 
frozen in liquid nitrogen and stored at –80ºC until further analysis. 
  The histological sections were obtained by cryosectioning on a cryostat (model CM 
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3050; Leitz).   The  samples were  taken  from  the  ‐80ºC  freezer  and  stabilized  at  ‐20ºC 
inside  the cryostat  for 15 minutes.   Afterwards, part of  the  sample was cut  in proper 
orientation using a razor blade, and then placed on a sample‐holding support held in an 
adequate angle with  the microtome blade  for easy  sectioning.   Five  to 10 micrometer 
thick sections were cut, depending on the research method being applied to them.  Two 
sequential sections were placed on each slide,  to allow  for either duplicate analysis or 
control  staining.    The  slides were  labeled,  placed  on  a  tray  to  dry  (thus  increasing 
adhesion of the section to the glass slide) for 1‐2 hours at room temperature and stored 
at  ‐80ºC until processing.   When  thawed,  the sections were allowed  to stabilize  for an 
additional  30  minutes  at  room  temperature  so  that  condensed  moisture  would 
evaporate. 
  The samples collected from the animals subjected to the superior mesenteric artery 
occlusion and reperfusion protocol (for experiments described in Chapter 3) was always 
from the first 5 cm of  jejunum following the angle of Treitz.  This experimental design 
was to address an issue of standardized histological analysis, since the small intestinal 
mucosa, as  it approaches  the  ileo‐cecal valve, progressively presents  shorter villi and 
deeper crypts, while  the presence of Peyer patches and other  lymphoid aggregates  in 
the  submucosa  and muscularis  layers  becomes more  profuse.    By  always  choosing 
histological  sections  from  the  same  anatomical  area  of  the  jejunum we  intended  to 
facilitate  comparison between different animals and  experimental groups.   This  issue 
was also addressed in the experiments with isolated jejunal loop ischemia‐reperfusion, 
since  the  surgical protocol was designed  to  allow  at  all  times  the  selection of  a  loop 
from the initial 10 cm of jejunum. 
 
6.4.2. Homogenates 
  Jejunal  samples were  homogenized  on  ice  in  10 mM phosphate  buffered  saline 
(NaCl 138.0 mM; KCl 2.7 mM) solution (pH 7.4; 1:10 w/v) using a Polytron homogenizer 
(Brinkman Instruments, Westbury, NY).  Homogenates were then centrifuged at 14000 
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G  for 30 minutes at 4ºC using a Sorvall RC 5C Super Centrifuge  (Sorvall, Newtown, 
CT).  The supernatant was divided in aliquots and stored at –80ºC until further analysis.  
In  the  preparation  of  samples  from  the  isolated  jejunal  loop  experiments  the 
homogenization buffer  contained  the  serine and  cysteine protease  inhibitors Pefabloc 
SC  (500  μg/mL, Roche, Mannheim, Germany),  leupeptin  (0.5  μg/mL, Calbiochem, La 
Jolla, CA), aprotinin (1 μg/mL, Roche) and E64 (5 μg/mL, Roche). 
  The protein  concentration  in  each homogenate  sample was measured using  the 
Coomassie‐Plus  reagent  (Pierce)  adapted  for  96‐well  microplate  spectrophotometric 
reading  (Molecular  Devices,  Sunnyvale,  CA)  and  detected  at  the  absorbance 
wavelength  of  595  nm.    In  every measurement  the  obtained  values were  calibrated 
against  a  standard  curve  of  a  range  of bovine  serum  albumin  solutions.   Due  to  the 
optimal working  range  of protein  concentration  in  this  assay,  the  supernatants were 
diluted 1:9 with a solution of 0.9% sodium chloride, and the obtained values were later 
corrected to the actual protein concentration of the sample. 
 
6.4.3. Intestinal Lumen Fluid 
  The  samples of  fluid  from  the  intestinal  lumen were  immediately centrifuged at 
500 G for 5 minutes at room temperature.   The resulting pellet was discarded and the 
supernatant was aliquoted and stored at –80ºC until further analysis. 
 
6.5. Neutrophil Isolation and Incubation 
  Peripheral  venous  blood  was  collected  from  healthy  volunteers  and 
anticoagulated with lithium heparin (10 UI/mL).    Forty milliliters of fresh blood was 
mixed  with  5  mL  of  6%  Dextran  229  (Pharmacia,  Uppsala,  Sweden)  and  the 
erythrocytes  were  allowed  to  sediment  at  1  G  for  approximately  45  min  at  room 
temperature.   The plasma was  then  collected,  laid on  top of a Histopaque‐1077  layer 
and centrifuged at 600 G  for 20 min g at room  temperature.   The resulting pellet was 
resuspended  in  5 mL  of  phosphate  buffered  saline  (NaCl  138.0 mM;  KCl  2.7 mM) 
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solution  (pH 7.4) before being  layered on  top of a 55%  (upper  layer) and 74%  (lower 
layer) Percoll gradient.   The preparation was centrifuged at 600 G  for 15 min at room 
temperature and  the neutrophils were afterwards  isolated  from a distinct band at  the 
interface between the two Percoll solutions. 
  At this point the cell suspension was thoroughly washed in Hanks buffered saline 
solution (NaCl 137 mM, KCl 5.4 mM, Na2HPO4 0.25 mM, KH2PO4 0.44 mM, NaHCO3 4.2 
mM; pH 7.4; with glucose 5.6 mM; without Ca2+ or Mg2+) at 4ºC.   To  count  cells and 
verify cell viability, an aliquot was taken, mixed with a solution of trypan blue and the 
final  cell  concentration  counted  in  a  Burker  chamber  hemocytometer.    To  check  cell 
purity of the suspension, a 10 μL aliquot from the neutrophil suspension was collected 
and mixed with 990  μL of Turk’s  solution  (0.1%  crystal violet dissolved  in 3% acetic 
acid in laboratory grade water).  A small aliquot was coverslipped in a glass slide and 
200 cells were counted and checked  for  typical multilobulated nuclei morphology.    It 
was determined that, in all experiments, the neutrophil separation process consistently 
yielded  a  cell  suspension  that  contained  >95%  viable  cells  (by  the  trypan  blue  dye 
exclusion  test) and high neutrophil purity  (>98% neutrophils, by  staining with Turk’s 
solution). 
  Afterwards  the neutrophils were pooled at a concentration of 1.0×106 cells/mL  in 
Hanks buffered saline solution (pH 7.4; with glucose 5.6 mM; with CaCl2 1.3 mM and 
MgSO4 1.0 mM) and  incubated at 37º C  for 60 minutes with  the mediators of  interest.  
To  induce  cell  activation  the neutrophils were  incubated with  1.0×10‐7 M of phorbol‐
myristate  acetate  (PMA).    To  evaluate  the  effect  of  pancreatic  trypsin  in  neutrophil 
activation  or  in  the  activation  of  neutrophil‐released  MMP‐9  the  neutrophils  were 
incubated with a  range of concentrations of bovine pancreatic  trypsin  (0.01‐10 μM,  in 
10× increments), either in the presence or absence of PMA. 
  At  the end of  the  incubation period an aliquot of  the neutrophil suspension was 
collected  to assess neutrophil death during  the experiment using  the  trypan blue dye 
exclusion test.  The cells were then centrifuged and the supernatant collected and stored 
at −80ºC until further analysis. 
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  In a different set of experiments the same general procedure for the collection and 
activation  of  human  neutrophils  was  followed,  in  this  case  to  obtain  a  source  of 
neutrophil‐derived MMP‐9  by  cell  degranulation  for  use  as  a  gelatin  electrophoresis 
zymography  standard,  as  previously  described.    The major  differences  towards  the 
above described procedure were as follows: (i) the final working neutrophil suspension 
consisted of 1.0×107  cells/mL  concentration;  (ii)  the neutrophils were  solely  incubated 
with 1.0×10‐7 M PMA.   Following  the  final neutrophil  centrifugation,  the  supernatant 
was  collected  in  individual  10  μL  aliquots  and  stored  at  −80ºC.    For  every  gelatin 
electrophoresis zymogram being performed, a single aliquot was  thawed, diluted 1:10 
with phosphate buffered saline solution and used as needed (see below). 
 
6.6. Histology 
  Frozen  tissue  sections  (5 μm  thick) of  the  jejunum were  fixed  for  30 minutes  in 
methanol at  ‐20º C.   After  fixation,  the samples were stained with Gill’s Hematoxylin 
and Eosin using standard  techniques.   The sections were dehydrated with an ethanol 
gradient  and  permanently  mounted  using  Permount  Media  (Fisher  Chemicals, 
Springfield, NJ). 
  To quantify the histological damage occurring in the classical superior mesenteric 
artery occlusion and reperfusion model, we measured the morphological  injury of the 
intestinal  wall  using  a  previously  described  scoring  method.    A  blind  experienced 
observer  scored  two  sections  from  the  proximal  jejunum  of  each  animal  using  the 
following 0‐4 grading scale:   0 = normal histology, 1 = slight disruption of  the surface 
epithelium, 2 = epithelial cell loss / injury at the villus tip, 3 = mucosal vasocongestion, 
hemorrhage  and  focal  necrosis with  loss  of  less  than  one‐half  of  the  villi,  and  4  = 
damage extending to more than one‐half of the villi.   The results were reported as the 
mean morphological damage index in each experimental group. 
  We  did  not  apply  this  scoring  system  to  quantify  the  jejunal  wall  damage 
occurring in the isolated loop ischemia‐reperfusion.  This decision was based on the fact 
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that  the  scoring  system was  designed  for  application  to  a  standard  small  intestinal 
ischemia‐reperfusion  situation,  in  which  the  organ  was  only  slightly  manipulated 
surgically.   This was clearly not the case in the isolated intestinal loop protocol, which 
requires an extensive, although careful, manipulation of  the  jejunal  loop under study.  
We also considered that the absence of the normal physiological luminal contents in this 
model would  represent a potential confounding  factor  that could  lead  to a context of 
histological scorings totally different from those intended by their original developers.  
In view of this, we decided to analyze intestinal morphology in this experimental model 
solely by means of descriptive observation. 
 
 6.7. Myeloperoxidase Histochemistry 
  In  situ  staining  for  myeloperoxidase  was  adapted  from  previously  described 
methods, by using  the Hanker‐Yates  reagent  (Fluka/Riedel‐deHaën, St. Louis, MO) as 
substrate  for  myeloperoxidase.    The  Hanker‐Yates  reagent  is  a  1:2  mixture  of  1,4‐
phenylenediamine  hydrochloride  and  pyrocatechol  that  becomes  oxidized  by 
myeloperoxidase  in  the  presence  of H2O2,  thus  providing  a  dark‐brown  staining  to 
myeloperoxidase‐rich cells. 
  Frozen  tissue sections  (10 μm  thick) of  the  jejunum were  fixed  for 30 minutes  in 
methanol  (a  fixative  that  produces  an  adequate  preservation  of  the  histological 
structure without  interfering with  the  enzymatic  activity  of myeloperoxidase  in  the 
histological  section, unlike  crosslinking  fixatives,  like  formaldehyde) at  ‐20º C.   After 
fixation,  the samples were  thoroughly  rinsed  in Krebs‐Ringer buffered saline solution 
(NaCl 124 mM, KCl 5.0 mM, CaCl2 1.5 mM, MgCl2 1.3 mM, NaHCO3 20 mM, glucose 10 
mM; pH 7.0).  Myeloperoxidase positive cells were detected incubating the histological 
sections with  a  solution  of  1 mg/mL  of Hanker‐Yates  reagent  in  10 ml Krebs‐Ringer 
buffered saline solution and 100 μl of 3 % H2O2 for 5 minutes at room temperature, and 
the  reaction was  then  stopped  by washing  the  slides  twice with  fresh Krebs‐Ringer 
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buffer.    Stained  sections were  dehydrated  in  an  ethanol  gradient  and  permanently 
mounted using Permount Media. 
  The numerical density of myeloperoxidase  stained  cells was determined at high 
magnification.  A Leitz upright microscope equipped with a 10× (numerical aperture = 
0.25; Leitz) and a 40× objective (numerical aperture = 0.8; Zeiss) was used.  The images 
were  imaged with  a  color‐coupled  charge  device  camera  (model  VI‐470;  Optronics, 
Goleta,  CA)  at  a  frame  rate  of  1/250  of  a  second.    For  subsequent  off‐line  analysis, 
frames were captured and digitized into a laboratory computer equipped with a frame 
grabber working  at  a  resolution  of  512×512  pixels  and  8‐bit  gray  level.    The  frame 
grabber was  controlled by a driver  supplied by  the public domain  software program 
NIH Image version 1.61 (developed at the National Institutes of Health – Bethesda, MD 
– and available on the Internet at http://rsb.info.nih.gov/nih‐image/). 
  Ten random independent images were generated for both the muscularis and the 
submucosa  layers  from  each  section,  with  a  standardized  area  of  25×25  μm.    The 
average numerical density (standardized as the number of positive cells per 1000 μm2) 
was  then  recorded  for  each  experimental  group  using NIH  Image  software.    Blind 
repeated measurements were performed with identical sections and showed a counting 
error of less than 5 %. 
 
6.8. Immunofluorescence 
  Frozen  tissue  sections  (5  μm  thick)  of  the  jejunum were  applied  to Vectabond‐
treated glass slides according to the instructions supplied by the manufacturer (Vector 
Laboratories, Burlingame, CA); this treatment, which adds positive charges to the slide 
surface thus  increasing the adherence of the sectioned tissue, was done to prevent the 
detachment  of  the  cryosection  from  the  slide  due  to  the  multiple  washes  and 
incubations necessary for its processing.  The sections were then dried overnight at 370 
C  to  ensure  that  the  sample  would  adequately  adhere  to  the  slide.    Fixation  was 
performed  with  acetone  at  40  C  for  ten  minutes  and  afterwards  the  sections  were 
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washed in 10 mM phosphate buffered saline solution and blocked with a solution of 10 
% serum from the animal host to the secondary antibody being used; if double staining 
was  conducted,  this  last  step was  repeated with  appropriate  serum  from  the  animal 
host to the new secondary antibody. 
  The  tissue  sections  were  stained  for  neutrophils  with  a  purified  anti‐rat 
granulocyte  mouse  monoclonal  IgM  antibody  (1:10  dilution;  HIS48  clone;  BD 
PharMingen,  San  Diego,  CA).    A  FITC  (absorption  maximum:  494  nm  /  emission 
maximum:  519 nm)  conjugated goat  IgG  secondary  antibody directed  against mouse 
IgM was used for visualization (1:50 dilution; Vector Laboratories).  Sections were also 
stained  for MMP‐9  using  a  goat  polyclonal  IgG  antibody  (1:50  dilution; C‐20;  Santa 
Cruz Biotechnology, Santa Cruz, CA) and visualization for the latter was subsequently 
performed with a Texas Red (absorption maximum: 587 nm / emission maximum: 602 
nm) conjugated rabbit IgG secondary antibody directed against goat IgG (1:200 dilution; 
Vector Laboratories). 
  To observe the immunofluorescent staining, a Leitz upright microscope equipped 
with  a  40×  objective  (numerical  aperture  =  0.8; Zeiss) was  used.    The  sections were 
illuminated with  a  100‐W mercury  vapor  lamp,  and  the  light was  passed  through  a 
quartz collector, a heat filter (model KG‐2; Carl Zeiss) and two different filter block sets 
(Ploempak, Leitz, Germany).  For visualization of the fluorescent light emitted by Texas 
Red an N2  filter block  (excitation: 515‐560 nm  / emission >580 nm) was employed;  to 
observe  fluorescence  emitted  by  FITC  an  L3  filter  block  (excitation:  450‐490  nm  / 
emission  >515 nm) was used.   The  images were  recorded with  a Nikon CoolPix  995 
(Nikon,  Melville,  NY)  digital  camera  attached  to  the  microscope  through  a  special 
adapter at an ocular port.   The camera was remotely controlled with a driver installed 
in a  laptop computer.   The light exposure was maintained constant at 1/2 of a second, 
and the resolution of all recorded images was of 3.5 million pixels. 
  To  exclude  bleed‐through  fluorescence  between  the  two  secondary  antibody 
detection systems, the staining of the two antigens was also performed in parallel using 
different  successive  tissue  sections;  under  these  conditions,  cross‐fluorescence  was 
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shown  to  be negligible.   The  appropriate  controls  to  exclude unspecific  staining  and 
autofluorescence were also performed. 
  The anti‐MMP‐9 antibody used  is directed against a specific peptide mapping at 
the  carboxy  terminus  of  proMMP‐9,  and  thus  does  not  cross‐react  with  other 
metalloproteinases, namely with MMP‐2.  On the other hand, the anti‐MMP‐9 antibody 
does not differentiate between proMMP‐9 and MMP‐9; as such, while this technique is 
not adequate to show areas where MMP‐9 is enzymatically active, it is instead effective 
to identify the localization of the MMP‐9 molecules in the sections. 
 
6.9. Methodology for Detection of Protease Activity 
6.9.1. Gelatin Zymography 
6.9.1.1. Background Information on the Methodology 
  The most sensitive and widely used assay for the detection of MMP‐9 is substrate 
electrophoresis zymography.  This technique was developed during the decade of 1970s 
(Granelli‐Piperno  and Reich,  1978)  for  the  study  of plasminogen  activators  (Heussen 
and  Dowdle,  1980;  Roche  et  al.,  1983)  and  was  later  adapted  for  other  proteases, 
including  gelatinases  (Nakagawa  and  Sakata,  1986).    Polyacrylamide  gels  are 
copolymerized with  gelatin  and,  after  electrophoresis  of  the  protein  samples  in  the 
presence of sodium‐dodecyl‐sulphate (SDS), the gels are washed to remove the SDS and 
allow  refolding  of  the  protease  into  its  active  configuration.    The  SDS‐induced 
denaturation of the gelatinases has to be performed under non‐reducing conditions, to 
avoid  the  reduction  of  structurally  important  disulfide  bonds  that  would  lead  to 
irreversible  loss  of  enzymatic  activity.    Overnight  incubation  at  37ºC  allows  the 
reactivated  enzyme  to  degrade  the  substrate  copolymerized  inside  the  gel.  
Subsequently,  the gels are stained with a Coomassie Brilliant Blue stain and  the areas 
where  the gelatin substrate has been degraded by gelatinases develop  into clear spots 
on a dark blue background. 
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  The advantages of  this method are  its picogram  sensitivity  (Kleiner and Stetler‐
Stevenson,  1994)  and  the  possibility  of  discriminating  between  various  forms  of 
gelatinases on the basis of different molecular weights.   This allows the differentiation 
between MMP‐9 and MMP‐2, between proforms (which become auto‐activated during 
the  refolding  phase,  and  thus  present  proteolytic  activity  at  the  proform molecular 
weight band) and active species, and between monomers and covalently  linked homo 
or  heterodimers  (since  the  technique  is  performed  under  non‐reducing  conditions).  
However, noncovalent complexes, such as complexes of MMP‐9 with TIMP, are readily 
dissociated by  the SDS and are separated during  the electrophoresis.   If required,  it  is 
possible to quantify the zymolytic activity by densitometry scanning and to produce a 
comparison with titration curves of standard preparations.  
 
6.9.1.2. Technical Procedure 
  Gelatin zymography was performed as previously described, with modifications.  
Samples from intestinal homogenate supernatants were denatured by sodium dodecyl 
sulfate  under  non‐reducing  conditions  (in  denaturing  buffer  containing  Tris‐HCl  63 
mM pH 6.8; 10% glycerol; 2% SDS; 0.0025% bromophenol blue) for 20 minutes at room 
temperature.  Afterward  the  samples  were  loaded  onto  10  %  polyacrylamide  gels 
containing  0.1  %  gelatin  (Invitrogen,  Carlsbad,  CA)  placed  in  a  XCell  Sure  Lock 
MiniCell  System  (Invitrogen).    Electrophoresis  proceeded  in  Tris  (25 mM;  pH  8.3)‐ 
glycine  (192  mM)‐  SDS  (0.1%)  running  buffer  at  a  constant  voltage  of  125  V  for 
approximately  90 minutes.   After  electrophoresis,  the  proteins were  renatured with 
2.7% Triton X‐100  for  30 minutes  and  the  gel  incubated with  gentle  agitation  for  18 
hours at 37º C  in a developing buffered solution containing 50 mM Tris‐HCl (pH 7.4), 
150 mM NaCl,  5 mM  CaCl2  and  0.02 %  Brj35.    Some  of  the  gels were  additionally 
incubated  in  the  presence  of  the metalloproteinase  inhibitor  EDTA  (10 mM)  or  the 
serine protease  inhibitor Pefabloc SC  (500  μg/mL), as negative  controls or  to  address 
questions of assay specificity, respectively. 
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  To observe the translucent gelatinase bands on a blue stained background, the gels 
were  subsequently  developed  with  0.5%  Coomassie  brilliant  blue  R‐250  in  40% 
methanol and 10% acetic acid.  The gels were then destained three times with the same 
solution  lacking  the  Coomassie  blue  protein  dye.    Prestained  molecular  weight 
standards  (202‐14  kDa  range;  Pierce,  Rockford,  IL),  purified  human MMP‐2/MMP‐9 
standards (Chemicon, Temecula, CA) and supernatant obtained from activated human 
neutrophils (as described in Section 6.5.) were incorporated into the gels for reference. 
  For  the purpose of documentation  the gels were digitally photographed  (using a 
digital imaging transilluminator – Alpha Inotech/UltraLum) and then dried (with a gel 
dryer – model 583, Bio‐Rad).  When needed, to determine relative concentration levels 
between different samples, the resulting images of the zymograms were color‐inverted 
and  the  intensity  levels  of  each  band  was  measured  using  the  densitometry  tool 
contained  in  the  public  domain  software  program  NIH  Image  (developed  at  the 
National  Institutes  of  Health  –  Bethesda,  MD  –  and  available  on  the  Internet  at 
http://rsb.info.nih.gov/nih‐image/). 
 
6.9.2. In Situ Zymography 
6.9.2.1. Background Information on the Methodology 
  In  situ  zymography  is  a  relatively  low‐cost  technique  that  uses  an  enzymatic 
substrate‐based  support  or  overlay  to  detect  and, more  importantly,  localize  specific 
protease activities in tissue sections.  In situ zymography was first used for detection of 
enzymatic activity  released by explants of developing amphibian  tissue.   Recently,  its 
use has been expanded  to  localize specific protease activities, mostly MMP activity,  in 
various other tissues.  In general, an enzymatic substrate specific for a certain protease 
or proteases is deposited on or under a frozen section of an unfixed (to prevent loss of 
enzymatic activity due  to denaturation of  the protease by  the  fixative)  tissue.   During 
the  ensuing  incubation  period,  the  substrate  will  be  digested  in  a  time‐  and  dose‐
dependent manner by the appropriate activated enzymes in their native location.  After 
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the incubation period, the lysis of the labeled substrate can then be detected by light or 
fluorescent  microscopy,  thereby  permitting  the  precise  localization  of  the  specific 
protease activity in tissue sections.  The nature of the substrate dictates which protease 
activity  is  to  be  detected.    In  addition,  the  specificity  of  the method  can  be  further 
increased  by  the  addition  to  the  incubation  buffer  of  effective  concentrations  of 
inhibitors  to  other  proteases  (or  classes  of  proteases) which,  for  showing  proteolytic 
activity against the fluorogenic substrate, could interfere with the results. 
  Used  in  conjunction  with  other  molecular  biology  techniques,  such  as 
immunohistochemistry  or  immunofluorescence,  in  situ  hybridization  and  Western 
blotting,  in  situ  zymography  enhances  the  understanding  of  the  role  of  proteases  in 
physiology and pathology.   However,  it should be recognized  that  this  technique has 
limitations  regarding quantification of protease activity;  therefore,  it does not  replace, 
but rather complements, gel zymography.  It is also a technique that requires extensive 
refinement  to  the  individual  experimental  conditions  (namely  the  duration  of  the 
incubation  period),  and  that  depends mainly  on  the  choice  of  fluorogenic  substrate 
employed and the tissue under study. 
  In our study, gelatinase activity was detected in situ based on the visualization of 
fluorescence  from  the  proteolytic  cleavage  of  intramolecularly  quenched  fluorescein 
isothiocyanate (FITC)‐labeled DQ‐gelatin (Molecular Probes, Eugene, OR) as previously 
described.  FITC‐labeled DQ‐gelatin is a molecule of denatured collagen I whose surface 
is  overlabeled  with  molecules  of  FITC.    Upon  excitation  at  the  FITC  absorption 
wavelengths,  the  energy of  emission  is quenched within  the  intact molecule,  causing 
minimal emission of  fluorescence.   Upon degradation of  the molecule by appropriate 
proteases,  small  proteolytic  fragments  containing  fewer  molecules  of  the  FITC 
fluorophore are released.  This causes the intramolecular quenching of the fluorescence 
signal to become minimal, and thus the emission of light becomes evident (absorption 
maximum: 495 nm / emission maximum: 515 nm). 
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6.9.2.2. Technical Procedure 
  Ten  micrometer  unfixed  frozen  sections  of  jejunum  were  air  dried  at  room 
temperature for 30 minutes, equilibrated at 37º C and overlaid with 20 μL of a buffered 
solution containing 20 μM DQ‐gelatin in 50 mM Tris‐HCl (pH 7.4), 150 mM NaCl, 5 mM 
CaCl2, 0.2 mM NaN3, 0.02 % Brj35 and 0.5 % low melting point agarose (melting point: 
50ºC; gelling point: 20ºC) at 45º C.   The  sections were  then  coversliped,  the  substrate 
solution allowed to gel for 5 minutes at 4ºC and the resulting sandwich was sealed with 
nail polish to prevent further fluid evaporation.  Afterwards, the slides were incubated 
for 4 hours at 37º C in a humid environment to develop the gelatinolytic fluorescence of 
the sample.  Again, the choice of a 4 hours incubation period was the result of multiple 
pilot assays (1‐18 hours range) that addressed the question of achieving the best balance 
between  specific  substrate‐dependent  fluorescence  and  non‐specific  background 
staining. 
  The  addition  of  the  low  melting  point  agarose  gel  network  (indigestible  by 
proteases) on the histological sections represents a recent methodological improvement 
of  the  in  situ  zymography  technique with  substrate  overlaying.    This  approach  has 
proven  to  be  essential  in  preventing  the migration  of  the  smaller  sized  proteolytic 
fragments  from  FITC‐labeled DQ‐gelatin within  the  solution,  a  condition  that would 
produce bright background  fluorescence  and decrease  the  sensitivity of  this  research 
technique. 
  With  the  exception of  some  initial  experiments  addressing  the  sensitivity of  the 
FITC  DQ‐gelatin  to  digestion  from  serine  proteases,  the  histological  sections  were 
incubated in the presence of the serine and cysteine protease inhibitors Pefabloc SC (500 
μg/mL), leupeptin (0.5 μg/mL), aprotinin (1 μg/mL) and E64 (5 μg/mL), to increase the 
sensitivity  of  the  assay  towards  gelatinases  of  the  metalloproteinase  family.    As 
negative controls, some of the sections were incubated in the absence of the FITC DQ‐
gelatin substrate or in the presence of the metalloproteinase inhibitor EDTA (10 mM). 
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  To  observe  the  FITC‐labeled DQ‐gelatin  fragments,  a  Leitz  upright microscope 
equipped with  a  10×  objective  (numerical  aperture  =  0.25; Leitz)  and  a  40×  objective 
(numerical aperture = 0.8; Zeiss) was used.  The sections were illuminated with a 100‐W 
mercury vapor lamp, and the light was passed through a quartz collector, a heat filter 
(model KG‐2; Carl Zeiss) and a filter block set.  For visualization of the fluorescent light 
elicited  by  FITC‐labeled  DQ‐gelatin  an  L3  filter  block  (Ploempak,  Leitz,  Germany; 
excitation: 450‐490 nm / emission >515 nm) was used.  The images were recorded with a 
Nikon CoolPix 995 digital camera attached to the microscope through a special adapter 
at an ocular port.   The camera was remotely controlled with a  laptop computer.   The 
light exposure was maintained constant at 1/4 of a second for the images obtained with 
the  10×  objective  and  1  second  for  the  images  obtained with  the  40×  objective.   The 
resolution of all recorded images was of 3.5 million pixels. 
 
6.9.3. In Vitro Spectrofluorimetric Detection of Proteolytic Activity 
6.9.3.1. Serine protease determination 
  Spectrophotometric detection of proteolytic activity using a multiwell microplate 
methodology provides a  fast and convenient  fluorescence‐based method  for detecting 
serine,  aspartyl,  and  cysteine  proteases,  and  for  assessing  the  effects  of  protease 
inhibitors.  The activity of serine proteases detected by the kit EnzChek® Ultra Protease 
Assay Kit  (Molecular Probes, Eugene, OR)  that we used  include elastase,  trypsin and 
chymotrypsin.    It  represents  a  sensitive  and  simple  alternative  to  azocasein  and 
fluorescein  (FITC)  casein  end‐point  assays, which  require  an  additional precipitation 
step  for detection.   Similarly  to  the above‐described  technique of  in  situ zymography, 
this methodology  uses  a  protease  substrate  (in  this  case,  a  casein  derivative)  that  is 
labeled  with  the  pH‐insensitive  green‐fluorescent  BODIPY®  FL  dye  (absorption 
maximum: 505 nm / emission maximum: 513 nm) to such a degree that the fluorescence 
is  almost  completely  quenched.  Protease‐catalyzed  hydrolysis  releases  highly 
fluorescent  BODIPY  FL  dye–labeled  peptides.    The  accompanying  increase  in 
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fluorescence  is  proportional  to  the  protease  activity,  and  can  be  measured  with  a 
standard spectrofluorometer or fluorescence microplate reader. 
6.9.3.2. Technical Procedure 
  Protease assays were carried out in 96‐well microplates with 20 μL of the sample 
under analysis in total reaction volume of 200 μL with reaction buffer (50 mM Tris‐HCl; 
pH 7.8) and 2 μg of BODIPY‐FL‐labeled casein  substrate.   Reaction progressed  for 60 
minutes  at  22ºC  and  the  changes  in  fluorescent  intensity  were  measured  in  a 
SpectraMax Gemini XS  fluorescent microplate  reader  (Molecular Devices, Sunnyvale, 
CA) with excitation at 495 nm and emission at 515 nm.  Enzyme activity was expressed 
in relative fluorescence units (RFU) with a  lower detection  limit between 1.0×103   RFU 
and 4.4×105 RFU. 
 
6.10. Western Blotting 
  Samples  from  intestinal  homogenate  supernatants  were  denatured  by  sodium 
dodecyl sulfate under reducing conditions (in denaturing buffer containing Tris‐HCl 63 
mM ,pH 6.8; 10% glycerol; 2% SDS; 5% β‐mercaptoethanol; 0.0025% bromophenol blue) 
for  10  minutes  in  boiling  water,  loaded  onto  7.5  %  precast  polyacrylamide  gels 
(Invitrogen,  Carlsbad,  CA),  and  placed  in  a  XCell  Sure  Lock  MiniCell  System 
(Invitrogen).  The proteins in each sample were separated by electrophoresis in Tris (25 
mM; pH 8.3)‐glycine (192 mM)‐ SDS (0.1%) running buffer at a constant voltage of 125 
V for approximately 90 minutes.   The gel was then placed  in a wet‐transfer apparatus 
(Blot  Module  for  XCell  II;  Invitrogen)  and  the  proteins  were  electrophoretically 
transferred  to  a PVDF membrane  (Invitrolon;  Invitrogen,).   The  efficiency  of protein 
transfer  was  controlled  by  checking  the  transfer  of  prestained  molecular  weight 
standards (202‐14 kDa range; Pierce).  The membranes were blocked overnight in Tris‐
buffered saline solution containing 5 % bovine serum albumin and then incubated with 
anti‐rat  MMP‐9  goat  polyclonal  IgG  antibody  (1:500  dilution;  C‐20,  Santa  Cruz 
Biotechnology) for 90 minutes at room temperature.  After thorough washing, the PVDF 
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membranes  were  incubated  with  horseradish  peroxidase‐conjugated  rabbit  IgG 
secondary  antibody  directed  against  goat  IgG  (1:2000  dilution;  Santa  Cruz 
Biotechnology)  for  90 minutes  at  room  temperature  and  the bands were detected by 
chemiluminescence  with  the  ECL  Western  Blotting  Detection  Kit  (Amersham, 
Piscataway,  NJ).    Photographic  documentation  of  the  chemiluminescent  bands  was 
made using Fuji RX autoradiography film (Fujifilm Medical Systems, Stamford, CT) and 
developed in an automatic X‐Ray film processor (Hope, model Micro‐Max; Warminster, 
PA). 
 
6.11. Statistical Analysis 
  All  experimental  values  are  reported  as  mean  ±  standard  deviation.    In  the 
graphical  representations,  columns and points  represent  the mean and  error bars  the 
standard  deviation.  In  the  correlation  graphics,  each  point  represents  an  individual 
sample. 
  P<0.05 is considered to represent statistical significance.  The unpaired, two‐tailed 
Student T‐test was performed  to determine  statistically different  results between  two 
experimental groups.  The non‐parametric Mann‐Whitney U‐test was used to determine 
statistical differences in the histological damage scores in the superior mesenteric artery 
occlusion  experiment.   To  compare more  than  two  experimental groups  the one‐way 
ANOVA  test was used with  the Bonferroni post‐hoc  test used when  applicable.   To 
correlate  different  non‐Gaussian  variables  the  non‐parametric  Spearman  test  was 
performed, and the respective P and R values reported. 
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